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Summary 
 
Comparative genomics is an emerging field in biology that started in 1995 when the first 
two genomes of self‐replicating organisms had been sequenced. Since then, a plethora of 
genome  sequences  from  parasites,  hosts  and  vectors  has  been  made  available.  The 
comparison  of  genomes  may  shed  light  on  the  genetic  and  evolutionary  bases  of 
convergent and divergent properties throughout the tree of life. Comparative genomics 
of parasites may be performed at different  levels: (i) between parasites and free‐living 
organisms,  (ii)  between  parasite  and  host,  (iii)  within  closely  related  species  (family, 
genus), and (iv) within species.  
Studies on all  four  levels were performed  in  the  framework of  this PhD  thesis. On  the 
one hand I took advantage of the wealth of genomes available to gain new insights into 
the molecular nature of host‐pathogen interactions, drug target discovery and evolution 
of  parasites  in  general.  On  the  other  hand  whole  genome  sequencing  projects  were 
carried  out  that  directly  addressed  parasite  chemotherapy.  Three  algorithms  were 
invented  to  study  important  aspects of parasitology. Automated  tools were developed 
that are widely applicable to parasites and they were included in the Dirofilaria immits 
genome project. 
First,  whole  parasite  proteomes  were  screened  for  molecular  mimicry  candidates  by 
comparing  parasite  sequences  to  host  and  control  species.  Linear  epitopes  were 
identified  that were present  in  the host proteome as well as  in  the parasite but not  in 
free‐living  control  organisms.  The  designed  pipeline  returned  several  interesting  hits, 
most notably a motif in several PfEMP1 variants identical to part of the heparin‐binding 
domain  in  the  cytoadhesive  and  immunosuppressive  serum  protein  vitronectin. 
Moreover,  a  homolog  of  cytokine  suppressor  SOCS5 was  found  in  several  pathogenic 
nematodes.  
Second,  a  tool  was  built  that  discriminates  DNA  sequences  to  the  level  of  species  of 
origin  based  on  palindrome  frequency  patterns.  It  relied  on  the  highly  specific 
palindrome occurrence among species  for DNA typing. The power of  the program was 
illustrated  when  the  comparison  of  palindrome  frequency  patterns  provided  further 
evidence  for  horizontal  gene  transfer  between  D.  immitis  and  its  Wolbachia 
endosymbiont.  
 
 
 ‐VI‐     
Third, a drug  target prediction pipeline was designed  that  is based on  the assumption 
that proteins are likely to be essential if they are highly conserved among related species 
and if there are no similar proteins in the same proteome. By inclusion of other criteria 
such  as  matchlessness  in  the  human  proteome,  expression  in  a  relevant  stage  and 
prediction of druggability, candidates were identified that may serve as starting points 
for rational drug discovery. When applied to P. falciparum, a sizeable list of 40 proteins 
with proven and new targets was obtained.  
Further,  whole  genome  sequencing  was  conducted  of  a  drug‐sensitive  Trypanosoma 
brucei  rhodesiense  STIB900  line  and  two  drug‐resistant  derivatives  STIB900‐M  and 
STIB900‐P. By comparative genomics, mutations and gene deletions were detected that 
may confer drug resistance to melarsoprol and pentamidine. Proof‐of‐principle was the 
detection  of  the  loss  of  known  determinants  of  drug  susceptibility,  the  adenosine 
transporter TbAT1 and the aquaporin TbAQP2. Moreover, a coding mutation occurred in 
both resistance lines in the gene for the RNA‐binding protein UBP1.  
In conclusion, comparative genomics is a powerful tool that offers new opportunities in 
biological research. Comparative genomics can be applied at different levels, from basic 
research to applied questions such as drug discovery and resistance.  
 
 
 
 ‐VII‐     
Table of Abbreviations 
 
 
aa  amino acid 
AQP  aquaporine 
AT1  adenosine transporter 1 
ATS  acidic terminal segment 
BLAST  basic local alignment search tool 
BLOSUM  blocks substitution matrix 
bp  basepair(s) 
CAZymes  carbohydrate‐active enzymes  
COG  clusters of orthologous groups 
CRIT  complement C2 receptor inhibitory trispanning 
CSP  circumsporozoite protein 
D.I.  druggability index 
DHFR  dihydrofolate reductase 
DHPS  dihydroopteroate synthetase 
DNA  deoxyribonucleic acid 
E/S  excretory/secretory 
EGF  epidermal growth factor 
EST  expressed sequence tag 
e‐value  expectancy value 
GO  gene ontology 
GPI  glycosylphosphotidylinotisol 
HAT  human African trypanosomiasis 
HGT  horizontal gene transfer 
HMM  hidden Markov model 
HQ  high quality 
ICAM  intra‐cellular adhesion molecule 
indel  insertion/deletion 
kb  kilobase(s) 
L3  third‐stage larvae 
LTR  long terminal repeat 
 
 
 ‐VIII‐     
MAC  membrane attack complex 
malERA  Malaria Eradication Research Agenda 
mapq  mapping quality 
MASP  mucin‐associated surface protein 
mb  megabase(s) 
MIF  migration inhibition factor 
MRPA  multidrug resistance‐associated protein 
NGS  next generation sequencing 
NTS  N‐terminal segment 
PCR  polymerase chain reaction 
PEP  phosphoenolpyruvate 
Perl  practical extraction and report language 
PEXEL  Plasmodium export element 
PfEMP1  Plasmodium falciparum erythrocyte membrane protein 1 
pir  Plasmodium interspersed repeat 
RF  resistance factor 
rifin  repetitive interspersed family 
RNA  ribonucleic acid  
SH2  src homology 2 
SNP  single nucleotide polymorphism 
SOCS  suppressor of cytokine signalling 
spp.  species 
stevor  sub‐telomeric variable open reading frame 
STIB  Swiss Tropical Institute, Basel 
TGFß  transforming growth factor ß 
Th  T‐helper 
TM  transmembrane 
TRAP  thrombospondin‐related anonymous protein  
UBP1  uridine‐rich‐binding protein 1 
ups  upstream sequence 
vs.  versus 
VSG  variant surface glycoprotein 
 
 
Chapter 1 – General Introduction 
     
 
 
 ‐1‐ 
 
 
Chapter 1 
 
General Introduction 
 
Comparative Genomics and Applications to Parasites 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
Chapter 1 – General Introduction 
     
 
  
 ‐3‐ 
General Introduction 
 
1 A General Introduction to Comparative Genomics 
 
A landmark in the field of genomics represents undeniably the first sequenced genome 
of a self‐replicating organism, the one of the bacterium Haemophilus influenzae [1]. Since 
then, thousands of sequenced genomes have been made available across the tree of life. 
The genome of Saccharomyces cerevisiae was the first eukaryotic to be published [2]. At 
this time, species were mainly selected for sequencing projects based on their size, role 
as  a model  organism and  their  relevance  to humans  [3].  Therefore  it was no  surprise 
that  Caenorhabditis  elegans  was  the  first  completed  metazoan  genome  [4],  as  the 
nematode  serves  as  an  important  model  for  multicellular  organisms  [5].  A  further 
milestone  in  the  era of  genomics was  certainly  the  announcement of  the human draft 
genome  in 2001 accomplished by  the publicly  funded Human Genome Project  [6]  and 
private  company  Celera  Genomics  [7]  simultaneously.  Researchers  now  started  to 
systematically  compare genomes of model organisms  to Homo  sapiens  to gain  insights 
into evolution and human diseases [8–11]. I refer here to comparative genomics as the 
comparative  analysis  of  the  fully  sequenced  genomes  and  their  predicted  encoded 
proteins  between  or within  species.  It  can  be  further  complemented  by  other  'omics' 
approaches such as proteomics, transcriptomics and metabolomics. 
The beginning of  comparative genomics marks  the  completion of  the  second bacterial 
genome, Mycoplasma genitalium [12], although some researchers date back the starting 
point  to  the  late  1970s  when  the  first  viral  genomes  were  completed  [13]. With  the 
completion of the genomes and their analyses, the scale has dramatically changed, from 
genes  to  genomes,  from  kilobases  to  megabases  or  even  gigabases.  Global  views  on 
genomes  allow  the discovery  of  conserved  and divergent  regions within  and between 
species at various evolutionary distances [14,15]. 
The  first  comparison  of  complete  genomes  between  organisms  revealed  a  reduced 
genome  of M.  genitalium  that  is  associated  with  a  strikingly  lower  number  of  genes 
involved in metabolic pathways compared to H. influenzae [12]. With only two genomes 
available, the biological analyses were already put into another dimension by studying 
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fundamental processes such as replication,  transcription and translation on a genome‐
wide scale. 
In  terms  of  evolution,  the  release  of  the  first  complete  genome  of  an  archaeon, 
Methanococcus jannaschii [16], was a major breakthrough because this provided the first 
opportunity to explore the three domains of life on the whole genome level, although the 
genome of S. cerevisiae was made public available two months later [2]. The comparison 
revealed  that  genes  of  the  cellular  information  process  were  more  'eukaryotic‐like', 
whereas genes concerned with energy production, cell division, and metabolism seemed 
to have their origin in bacteria [16]. 
With more and more sequences available, the field of comparative genomics has grown 
rapidly  and  has  become  a  major  part  in  biological  research.  A  pioneering  study  was 
unquestionably  the  comparative analysis of Drosophila melanogaster, C. elegans  and S. 
cerevisiae [17]. For the first time, the full genomic sequences of three eukaryotic model 
organisms were available. Rubin et al. uncovered the 'core proteome' of each organism, 
i.e. the number of distinct proteins where a set of paralogs was taken together as a unit. 
The  researchers  pointed  out  that  the  'core  proteome'  size  of  the  fly  is  only  doubled 
compared  to  the  single‐celled  yeast,  although  Drosophila  is  a  complex  metazoan. 
Moreover, they showed that fly and worm share similar size of distinct protein families, 
despite  the  differences  related  to  development  and morphology.  They  concluded  that 
the  apparent  complexity of  an organism  is not obtained by  the pure number of  genes 
[17].  
As  technological  advances  have  reduced  costs  and  have  enormously  accelerated  the 
sequencing process,  comparative  genomics has  got more  informative  and  sensitive by 
accumulation of genomic data [14]. In the past few years, a large amount of meaningful 
studies addressing all kinds of biological questions were carried out ‐ among them, I am 
focusing on eukaryotic parasites. 
 
2 Comparative Genomics of Parasites 
 
Parasites  frequently have a  complex  life‐cycle,  switching between different  stages  that 
may  include  vector,  alternate‐  and  definite  host.  There  is  a  persistent  'arms‐race' 
between host and parasite that is reflected in the genome to some extent. Comparative  
Chapter 1 – General Introduction 
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Parasite species  Genome size [Mb]  Protein‐coding genes  Year  Reference 
         
Encephalitozoon cuniculi  3  2000  2001  [18] 
Plasmodium falciparum  23  5300  2002  [19] 
Plasmodium yoelii  23  5900  2002  [20] 
Cryptosporidium hominis  9  4000  2004  [21] 
Cryptosporidium parvum  9  3800  2004  [22] 
Entamoeba histolytica  24  9900  2005  [23] 
Leishmania major  33  8300  2005  [24] 
Plasmodium berghei  18  5900  2005  [25] 
Plasmodium chabaudi  17  5900  2005  [25] 
Theileria annulata  8  3800  2005  [26] 
Theileria parva  8  4000  2005  [27] 
Trypanosoma brucei  26  9100  2005  [28] 
Trypanosoma cruzi  55  12000  2005  [29] 
Babesia bovis  8  3700  2007  [30] 
Brugia malayi  90  11500  2007  [31] 
Giardia lamblia  12  6500  2007  [32] 
Leishmania braziliensis  32  8100  2007  [33] 
Leishmania infantum  32  8200  2007  [33] 
Trichomonas vaginalis  160  60000  2007  [34] 
Meloidogyne hapla  54  14400  2008  [35] 
Meloidogyne incognita  86  19200  2008  [36] 
Plasmodium knowlesi  24  5200  2008  [37] 
Plasmodium vivax  27  5400  2008  [38] 
Schistosoma japonicum  398  13500  2009  [39] 
Schistosoma mansoni  363  11800  2009  [40] 
Ascaris suum  273  18500  2011  [41] 
Leishmania mexicana  32  8300  2011  [42] 
Leishmania tarentolae  30  8200  2011  [43] 
Trichinella spiralis  64  15800  2011  [44] 
Dirofilaria immitis  84  10200  2012  Chapter 5 
Plasmodium cynomolgi  26  5700  2012  [45] 
 
Table 1. List of published endoparasite genomes. (Mb: megabases). 
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genomics  can  be  a  powerful  discipline  to  illuminate  this  host‐parasite  co‐evolution. 
Indeed, there is a wealth of parasite genomes to be explored (Table 1). With full genomic 
sequences of host and vector available,  the opportunities  for  the study of each species 
and their complex interactions make the field of comparative genomics very attractive. 
Comparative  genome  analyses  of  parasites  may  be  performed  at  different  levels: 
Comparative  genomics  (i)  between  parasites  and  free‐living  organisms,  (ii)  between 
parasite  and  host,  (iii)  within  closely  related  species  (family,  genus),  and  (iv)  within 
species. By no means this subdivision is definite; comparative studies may include more 
than  one  category  as  they  do  for  drug  target  identification  or  vaccine  development 
(Figure 1).  
In the recent years, many studies on parasite genomics were undertaken but it is not the 
aim  of  my  thesis  to  cover  here  the  whole  diversity  of  analyses  because  it  is  almost 
impossible  to  mention  them  all.  Therefore  I  focus  mainly  on  studies  in  which 
endoparasites  of  our  own  research  are  involved,  i.e.  plasmodia,  trypanosomatids  and 
nematodes. 
 
2.1 Comparative Genomics between Parasites and Free‐living Organisms 
 
Regardless  of  having  an  intracelluar  or  extracelluar  lifestyle,  the  challenges  that 
endoparasites face are manifold: they need to (i) enter the host, (ii) route to the definite 
location, (iii) develop and/or reproduce, (iv) deal with the host's defense mechanisms, 
and (v) infect a new host.  
Comparison  of  a  non‐parasitic  genome  to  a  parasitic  one  may  give  hints  about  the 
specific  genomic  adaptations  during  the  evolution  of  a  free‐living  organism  into  a 
parasite [46]. Ideally, the compared species are closely related because during evolution 
genomic divergence unrelated to parasitism may appear.  
The  first genomic sequenced parasitic eukaryote was Encephalitozoon cuniculi  in 2001 
[18], the smallest in size and the fewest gene number so far (Table 1). The remarkable 
reduction was manifested by  the  lack of  genes  for  the  tricarboxylic  acid  cycle  and  for 
several  biosynthetic  pathways,  a  low  diversity  of  transporters,  and  gene  shortening 
compared to non‐parasitic species [18]. The authors speculated that the shortening is a 
consequence of reduced protein‐protein interactions as a result of gene losses related to  
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a  parasitic  adaptation  because  longer  proteins  may  enable  more  complex  regulation 
networks [47]. Moreover, E. cuniculi lacks mitochondria and peroxysomes [18].  
The  first  sequenced  eukaryotic  parasite  showed  already  tremendous  differences 
compared  to  the  hitherto  sequenced  free‐living  species.  A  common  feature  among 
endoparasites is the loss of metabolic functions during evolution [48]. For example, all 
obligate  endoparasitic  protozoa  examined  to  date  miss  the  genes  for  purine  de  novo 
synthesis, importing exogenous purines from their hosts [49]. Brugia malayi is incapable 
of  purine  synthesis  as  well,  and  it  was  suggested  that  the  filarial  nematode  salvages 
purines from its Wolbachia endosymbionts [31]. Because the de novo purine synthesis is 
an  energetically  costly  pathway,  the  hypothesis  was  that  parasites  primarily  lost 
enzymes of ATP‐consuming reactions for economical cause [48]. However, Nerima et al. 
disproved  the  proposed  hypothesis  by  comparative  analysis  of metabolic‐networks  of 
free‐living and parasitic eukaryotes, where they concluded that ATP‐requiring reactions 
 
 
Figure 1. Overview on comparative genomics as discussed to parasites herein.  
Chapter 1 – General Introduction 
     
 
  
 ‐8‐ 
have been preferentially maintained during the course of evolution, whereas NADH‐ or 
NADPH‐requiring reactions were lost [48].  
Beside  the  convergent  trend  towards  metabolic  simplification,  more  traits  among 
endoparasites  were  revealed  by  comparative  genomics.  For  instance,  the  genome  of 
Plasmodium  falciparum  showed  a  higher  proportion  of  proteins  involved  in  adhesion 
and  immune  evasion  when  compared  to  S.  cerevisiae  [19]  but  one  must  be  careful 
because the analysis was based on assignment of gene ontology terms [50] which was at 
that  time  in  its  infancy.  Another  fascinating  case  of  parasitic  adaptation  comes  from 
plant‐parasitic  root‐knot  nematodes  Meloidogyne  spp.  Their  genomes  contained  an 
unexampled  set  of  plant  cell wall‐degrading,  carbohydrate‐active  enzymes  (CAZymes) 
[35,36,46].  It  is  increasingly acknowledged  that CAZymes were acquired by horizontal 
gene  transfer  (HGT)  because  the  most  similar  proteins  were  found  in  bacteria 
[35,36,46].  It  seems  that  these capture events played a crucial  role  in  the evolution of 
root‐knot  nematodes  [35,36,46].  Interestingly,  diverse  cellulases  were  found  in 
Pristionchus  pacificus,  a  necromenetic  nematode  that  lives  in  association with  beetles 
[51]. Dietrich et al. suggested that the acquisition of cellulases and other genes through 
HGT  played  a  critical  role  in  the  evolutionary  transition  into  a  parasite  and  that  P. 
pacificus may display preadaptations to a parasitic lifestyle [46,51].  
Our knowledge about nematode parasitsm has benefited hugely from the availability of 
the genomes of  the  free‐living C. elegans  [4] and the necromenic P. pacificus [51]. This 
underpins  the  importance of  having  a  closely  related  species  to  compare with  to  gain 
new  insights  into  the  evolution  of  parasites.  A  similar  effect  could  be  observed  in 
trypanosomatidae  as  soon  as  the  genome  of  the  free‐living  kinetoplastid Bodo  saltans 
[52]  is  fully  sequenced  or  in Plasmodium  when  the  genome  of Chromera  velia  [53],  a 
photosynthetic alveolate phylogenetically related to apicomplexans, is published. 
 
2.2 Comparative Genomics between Host and Parasite 
 
As mentioned earlier, a major accomplishment in the era of comparative genomics was 
the  release  of  the  draft  human  genome  [6,7].  Indeed,  research  on  similarities  and 
differences  between  host  and  parasite  on  a  large  scale  have  revolutionized  modern 
biology. In particular, drug target identification has benefited vastly since the release of 
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the  host  genome  because  comparison  of  host  and  parasite  genome  may  uncover 
biochemical peculiarities and vulnerable points for chemotherapeutic intervention, such 
as essential parasite enzymes that are not present in the host [48]. Although not directly 
linked with the human draft genome release, a striking example is the identification of 
enzymes  targeted  to  or  encoded by  the  apicoplast,  an  essential  plastid  of Plasmodium 
and other apicomplexa [54]. The fact that the apicoplast is derived from the secondary 
endosymbiosis of a cyanobacterium implies that these enzymes are excellent targets for 
drug  development  as  many  of  them  are  bacterial‐like  and  hence  different  from  the 
mammalian host [54]. Furthermore, the fact that the present set of apicoplast proteins 
has been maintained during the reductive evolution of the endosymbiont indicates that 
they  are  likely  to  be  essential  [54].  Although  the  apicoplast  genome  was  sequenced 
already in 1996 [55], the metabolic pathways targeted to the organelle became clearer 
when the P. falciparum genome was obtained as 545 of the 568 proteins predicted to be 
in  the  apicoplast  are  encoded  by  the  nuclear  genome  [19,54].  In  addition  to 
housekeeping  process  (DNA  replication,  RNA  transcription  and  Protein  synthesis) 
proteins of prokaryotic origin, the identified anabolic pathways of isoprenoid precursor 
synthesis,  fatty‐acid  biosynthesis  and  a  partial  haem  biosynthesis  are  of  particular 
interest,  as  they are not  found  in  the vertebrate host of Plasmodium  [54,56]. This was 
illustrated  by  the  usage  of  fosmidomycin,  an  antibiotic  that  inhibited  the  non‐
mevalonate  pathway  of  isoprenoid  synthesis  in  P.  falciparum  [57].  Intriguingly, 
Fosmidomycin is currently tested in Phase II as combination‐therapy with clindamycin 
against malaria [58].  
As described before (see 2.1), all obligate endoparasitic protozoa are purine auxotrophs, 
a consequence of the parasitic trend towards metabolic simplification [48]. In contrast, 
parasites  have  developed  alternative  strategies  and  gained  pathways  in  the  course  of 
evolution  [56].  Compared  to  the  host  genome,  parasites  possess  metabolic  pathways 
absent  in  humans  [56].  For  instance,  Leishmania  and  T.  cruzi  are  able  to  synthesize 
cysteine from serine [56]. In many cases, genes involved in these pathways were similar 
to prokaryotes and therefore were believed to be acquired by HGT [56]. For example, it 
was suggested that nearly 50 genes were transferred from prokaryotes into the Tritryp 
lineage  [28].  Further,  a  genome‐wide  search  revealed  up  to  3%  of  the  proteins 
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comprised  on  TriTrypDB  (http://www.tritrypdb.org)  resembled  rather  prokaryotic 
than eukaryotic proteins [59].  
Aside of drug  targets,  the development of  vaccine  candidates  and diagnostic  tools  can 
benefit from comparative genomics as well by exploiting characteristics that distinguish 
parasite  and  host  [56].  Nevertheless,  genome  comparisons  that  reveal  similarities  are 
also of interest. Molecular structures that are shared between host and parasite lead to 
the concept of molecular mimicry  [60]. Molecules  that are expressed on  the parasites’ 
surface  or  are  secreted  may  interfere  with  the  host.  The  benefits  of  mimicking  host 
molecules  are manifold:  camouflage,  cytoadherence or manipulation of  host  signalling 
[61].  The  P.  falciparum  genome  revealed  a  putative  homolog  of  human  cytokine 
macrophage  inhibitory  factor  (MIF)  that  functions  as  a  growth  factor  and  immune‐
modulator  in  vertebrates  [19].  Similar  genes were  found  in L. major  [24]  (see 2.3).  In 
Plasmodium  knowlesi,  researchers  identified  amino  acid  stretches  in  the  extracelluar 
domain  of  the  kir  gene  family  products  that  resembled  the  immunoregulatory  host 
protein  CD99  [37].  Strikingly,  one  protein  that  belongs  to  the  cyir  gene  family  in 
Plasmodium  cynomolgi  had  a  highly  similar  region  to CD99 as well  [45].  Proteins  that 
may  interact  with  the  host's  immune  system  were  also  described  in  nematodes. 
Endoparasitc  helminths  are  known  as  'masters  of  immune  regulation  and  host 
manipulation'  [62].  In  addition  to  MIF,  predicted  proteins  similar  to  the  human 
transforming  growth  factor  β  (TGFβ)  and  interleukin‐16  were  uncovered  by  the  B. 
malayi  genome project  [31]. Molecular mimicry  candidates were also  found  in Ascaris 
suum, where Jex et al. specifically turned their interest to the excretory/secretory (E/S) 
peptides  [41].  Amongst  others,  they  identified  several  C‐type  lectins  similar  to  low 
affinity IgE receptors and it is thought that the parasite masks itself with these host‐like 
antigens [41].  
In summary, the research community has taken advantage of the availability of the host 
genome  by  identifying  potential  drug  targets  or  molecular  mimicry  candidates. 
However, one should not  forget  to  consider  the genomes of vectors  such as Anopheles 
gambiae  [63]  or  Aedes  aegypti  [64],  because  they  are  published  as  well  and  their 
comparisons could significantly augment our understanding about the parasites. 
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2.3 Comparative Genomics within Family/Genus 
 
Comparison of the genomes of closely related species may shed light on the parasite's (i) 
virulence, (ii) preference for a distinct host or niche and, (iii) lifestyle by characterizing 
features  that  are  species  or  genus/family‐specific.  Trypanosoma  brucei,  Trypanosoma 
cruzi and Leishmania spp. belong to the Trypanosomatidae family that is defined by the 
presence  of  a  single  flagellum  and  a  kinetoplast  [65].  Although  they  have  different 
vectors  and  life‐cycle  features,  the  genomes  of  these  parasites  shared  about  6200 
orthologues  gene  clusters  that  were  mostly  arranged  in  syntenic  order  [66].  Genes 
conserved  among  closely  related  species  may  fulfil  important  functions  and  drugs 
against these potential targets may be effective against more than one species [66]. The 
causative  agents  of  sleeping  sickness,  chagas  disease  and  leishmaniasis  have  peculiar 
characteristics  in  common  such  as  polycistronic  transcription,  trans‐splicing,  RNA 
editing  and  ergosterol  biosynthesis  [66].  Amino  acid  alignments  of  orthologues  genes 
showed  an  average  of  57%  identity  between T. brucei  and T.  cruzi,  and  44%  identity 
between  L. major  and  both  trypanosomes  [66],  following  their  expected  phylogenetic 
relationship  [67].  Despite  the  large  number  of  shared  genes,  the  parasites  show  vast 
differences  in  regard  to  their  vector,  tissue  targeting  and  their  immune  evasion 
mechanisms  [66]. These discrepancies may be  reflected by  species‐specific  genes. The 
parasite‐specific  genes  were  mostly  found  on  non‐syntenic  chromosomes  at 
subtelomeric  locations  and  the  majority  seemed  to  be  members  of  surface  antigens 
families [65]. Unique gene families that are involved in host‐parasite interactions were 
found  towards  telomeres  in  other  organisms  as  well  and  it  was  suggested  that 
subtelomeric regions have a higher rate of gene diversification in many organisms [68]. 
Indeed, most T. brucei‐specific genes were  located near telomeres and were related  to 
the parasite's ability to undergo antigenic variation in the mammalian host [28]. Similar, 
the largest T. cruzi‐specific gene families occurred at subtelomeric regions and encoded 
for the surface proteins mucin and mucin‐associated surface proteins (MASPs) [29].  In 
contrast,  most  L.  major‐specific  genes  were  randomly  dispersed  among  the 
chromosomes [24]. Although some of them were identified to be responsible for pivotal 
metabolic  differences  between Leishmania  and  the  other  trypanosomes,  68% have  no 
functional annotation [24]. Interestingly, two closely related genes were found to encode 
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a protein that showed up to 40% identity to MIF homologs from other organisms [24]. It 
is  suggested  that Leishmania MIF may manipulate  the host macrophage  response  (see 
2.2).  Further,  a  comparison  of  three Leishmania  species  revealed  only  200  genes  that 
varied  between  the  investigated  species  and  it  seems  that  they  were  lineage‐specific 
mainly due to gene loss and pseudogene formation [33]. Moreover, the genomes showed 
high conservation in terms of synteny and coding sequences [33].  
Similar  comparisons  were  carried  out  with  Plasmodium  spp.  [25,69].  To  date, 
approximately 200 species have been described belonging to the genus Plasmodium and 
infect mammals, birds and squamate reptiles (e.g. lizards, snakes) [70]. So far, the fully 
sequenced genomes of the human malaria parasites P. falciparum, P. vivax, the monkey 
parasites P. knowlesi and P. cynomology, and the rodent parasites P. berghei, P. chabaudi 
and  P.  yoelii  were  published  from  mammal  pathogens  (Table  1).  The  comparison 
between P. falciparum and the sequenced rodent parasites uncovered about 4500 genes 
conserved among the Plasmodium spp. [25]. Moreover, orthologous genes of P. berghei 
and  P.  chabaudi  seemed  to  be  under  negative  selection  in  general,  however,  it  was 
suggested that genes likely involved in host‐parasite interactions (i. e. genes containing 
transmembrane domains or signal peptides) are more diverse [25]. As seen for T. brucei 
and  T.  cruzi,  comparative  genomic  analyses  revealed  that  Plasmodium  species‐  or 
species  subset‐specific  genes  were  preferentially  located  at  dynamically  evolving 
subtelomeric  regions  [25,68,69].  In  P.  falciparum,  the  highly  variable  var,  repetitive 
interspersed  family  (rifin)  or  sub‐telomeric  variable  open  reading  frame  (stevor) 
families  were  found  towards  the  telomeres  [19].  The  reference  3D7  P.  falciparum 
genome contained 59 var genes whose products are exported to the surface of infected 
red  blood  cells  and  permit  adhesion  to  host  endothelia  through  multiple  adhesion 
domains  [19,71].  The  var  gene  family  encodes  P.  falciparum  erythrocyte  membrane 
protein  1  (PfEMP1) which  is  thought  to  be  the  predominant  virulence  factor  [69,71]. 
Only  one  of  the PfEMP1 proteins  is  expressed  at  a  time  and  transcriptional  switching 
between var genes allows antigenic variation that leads to immune evasion [19,71]. The 
specific function of rifin and stevor remains to be solved [19]. Similar families implicated 
in  immune evasion were  likewise  found  in other Plasmodium  species, namely vir  in P. 
vivax, SICAvar  and kir  in P. knowlesi,  cyir  in P.  cynomolgi,  and  the  cir/bir/yir  family  in 
rodent‐infective  parasites  [45,72].  They  are  generally  described  as  Plasmodium 
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interspersed  repeat  (pir)  multigene  families  and  may  have  diverse  functions  such  as 
signaling,  trafficking  and  adhesion  [25,72].  In  contrast  to  other  Plasmodium  genomes 
where  only  few  genes  of  pir  families  were  found  outside  subtelomeric  and  telomeric 
regions,  SICAvar  and  kir  family  genes  were  distributed  throughout  the  P.  knowlesi 
genome  [37].  Although  genes  unique  to  a  single  Plasmodium  species  were 
predominantly  located  near  teleomeres,  species‐specific  genes were  identified  in  core 
regions at synteny breakpoints and  intrasyntenic  indels [68,69]. Frech et al. compared 
the genomes of six Plasmodium species (P. falciparum, P. vivax, P. knowlesi, P. berghei, P. 
chabaudi and P. yoelii) to  identify possible chromosome‐internal species‐specific genes 
to  reveal  unknown  factors  related  to  human  diseases  including  pathogenicity  and 
'human‐mosquito‐human'  transmissibility  [69].  First,  they  focused on  genes  that were 
present in the primate parasites but absent in the rodent parasites to identify candidates 
linked  to  the  parasite's  ability  to  infect  primates.  Among  16  identified  genes,  of 
particular  interest  were  three  key  enzymes  of  thiamine  biosynthesis.  The  authors 
speculated  that  the  primate  host may  provide  insufficient  amount  of  thiamine  to  the 
parasites  [69].  Second,  genes  possibly  important  for  parasite  transmission  between 
humans were identified by finding genes conserved between P. falciparum and P. vivax 
but  absent  in P.  knowlesi.  Despite P.  knowlesi  can  naturally  infect  humans,  no  natural 
'human‐mosquito‐human'  transmission  has  been  documented  so  far  [73].  Overall,  13 
syntenic  genes  were  identified  to  be  specific  to  P.  falciparum  and  P.  vivax  when 
compared  to P.  knowlesi  [69].  Strikingly,  three  genes were  specifically  upregulated  in 
gametocytes  and  sporozoites  in  cell  cycle  expression experiments  suggesting a  role  in 
parasite  development  within  the  vector  [69].  Next,  the  researchers  were  looking  for 
novel candidate genes that may explain the high virulence of P. falciparum compared to 
P. vivax apart  from the known var/rif/stevor gene families.  It  is widely believed that P. 
vivax is less virulent because it preferentially infects reticulocytes that comprise only 1‐
2% of erythrocytes and hence limit hyperparasitaemia [69,74]. Another reason could be 
that P. vivax‐infected red blood cells do not need to adhere to the vascular endothelium 
to avoid splenic clearance because they are more deformable and therefore are not stuck 
in the spleen [69,74,75]. To narrow down the potential candidate set, only genes were 
retained that account for features associated with human virulence such as Plasmodium 
export  element  (PEXEL) motifs  [76],  signal  peptides,  transmembrane  domains,  or  co‐
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expression  or  interaction  with  known  virulence  genes  [69].  Most  of  the  15  novel 
candidate  virulence  genes  had  unknown  function  and  their  association  with  high 
virulence remained speculative. And finally, Frech et al. were looking for genes that were 
only present in P. vivax to gain insights into the parasite's ability to infect reticulocytes 
and to develop dormant hypnozoite formation [69]. They identified an uncharacterized 
gene cluster that may be  linked to erythrocyte  invasion, but they were unsuccessful  in 
identifying  genes  associated  with  hypnozoites.  However,  only  recently,  the  complete 
genome of P. cynomology was published where the authors found nine candidate genes 
implicated in hypnozoite formation [45]. 
Although  a  large  amount  of  new  findings  were  revealed  by  comparative  genomics  of 
closely related species, there is still a  long way to understand the unique and common 
features  among  parasites  of  the  same  genus  or  family.  A  huge  problem  is  the  large 
proportion  of  genes  that  have  unknown  function.  The  inclusion  of  transcriptome, 
proteome or metablome data and further experimental work will significantly increase 
our knowledge about parasite lifestyles and pathogenicity in the future.  
 
2.4 Comparative Genomics within Species 
 
The youngest field in comparative genomics of parasitic eukaryotes is the comparison of 
complete  genomes within  species.  This  discipline  shares  some  approaches  applied  to 
genus/family comparisons but at a finer level. Differences and similarities within species 
may  give  information  about  evolutionary  history,  genetic  diversity  and  population 
structure, other  studies may  involve evaluation of vaccine candidates,  identification of 
virulence or drug resistance factors [77,78]. So far, only few studies have been published 
of  eukaryotes,  most  from  the  malaria  field.  A  genome‐wide  survey  revealed  around 
47'000 SNPs across the P.  falciparum  lab strains 3D7, HB3, DD2 and 16 geographically 
distinct  isolates  [79]. As  expected,  the  study demonstrated  that  genes  associated with 
antigenic variation and cytoadherence showed the highest nucleotide diversity, whereas 
housekeeping genes  lacked nucleotide variation  [79].  Further,  recent  selective  sweeps 
attributed  to  chloroquine‐ and pyrimethamine‐resistance were  identified by  searching 
for  chromosome  regions  exhibiting  low  polymorphism  in  resistant  populations 
compared  to  sensitives  [79].  Another  study  surveyed  genes  for  potential  vaccine 
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candidates  where  the  nucleotide  diversity  of  about  65%  of  the  predicted  genes  was 
investigated [80]. Genes annotated as antigens were found to be under positive selection 
in agreement with  the hypothesis  that  they were exposed  to  the host  immune system 
[80]. To  find  further potential  immune  targets,  the authors  searched  the P.  falciparum 
genomes  for  highly  polymorphic  genes  [80].  Over  50%  of  the  56  highly  polymorphic 
genes  identified  had  no  functional  annotation.  Intriguingly,  57%  contained  a  signal 
peptide and/or transmembrane domain suggesting host‐parasite interaction [80]. 
A similar genome‐wide variation analysis was undertaken within P. vivax strains [81]. It 
was shown that P. vivax  exhibits greater genetic diversity  than P.  falciparum  [81]. The 
authors speculated that the lower diversity in P. falciparum may be due to drug‐induced 
selective  sweeps,  creating  a  bottleneck  in  recent  history which was  not  the  case  in P. 
vivax [81]. As seen for P. falciparum, most diverse genes and gene families were linked to 
red blood cell invasion and immune evasion [81]. A similar picture was observed within 
strains  of  P.  cynomologi,  the  closest  relative  of  P.  vivax,  where  genes  under  positive 
selection were predicted to have transmembrane domains including annotated antigens 
and transporters [45]. 
Comparative  genomics within  species  plays  also  an  increasingly  important  role  in  the 
discovery  of  new  mutations  underlying  drug  resistance.  Whole  genome  sequencing 
holds  the  advantage  that  all  mutations  can  be  discovered  at  the  genomic  level  that 
occurred between drug‐resistant and drug‐sensitive lines. A successful study addressed 
the  identification  of  mutations  conferring  artemisinin  resistance  [82].  Comparative 
genomic analysis between different artemisinin‐resistant P. chabaudi lines showed that 
a point mutation in ubp1, which encodes a ubiquitin‐specific protease, seemed to be the 
predominant factor leading to resistance as no other shared mutation was found among 
the  resistant  lines  when  compared  to  the  sensitive  at  the  genomic  level  [82].  The 
researchers hope to transfer their knowledge to human pathogenic P. falciparum and P. 
vivax and use their model not only to detect mutations in response to the current drugs 
but also for new ones, to obtain genetic markers for resistance prior to the introduction 
of new drugs, allowing to detect resistance in the field [82,83]. Moreover, the proposed 
approach  can  be  used  to  evaluate  possible  partners  for  combination  therapy  to  avoid 
eventual shared resistance mechanisms [82,83].  
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Although only few publications are available, the power of comparative genomics within 
species  to gain new  insights  into parasites  is  indisputable  and  it will  certainly  further 
advance our knowledge in parasitology and other fields. 
 
In  summary,  comparative  genomics  is  an  emerging  field  that  harbors  a wide  range  of 
applications.  Comparative  genomics  of  parasites  may  address  questions  at  different 
levels starting with characteristics that distinguish parasites from free‐living organisms 
through  to  the  identification  of  specific  mutations  underlying  drug  resistance.  Thus, 
comparative  genomics  is  a  powerful  tool  that  augments  our  understanding  of 
parasitology and other biological areas. Many genomes from species throughout the tree 
of life have been sequenced in the past and are freely available to be used and explored. 
Moreover,  new  technologies  make  whole  genome  sequencing  affordable  for  smaller 
research  projects where  researchers  can  answer  their  own  specific  questions  beyond 
the  individual  gene  level.  As  comparative  genomics  offers  manifold  investigations  to 
various  fascinating  topics,  I  applied  several  approaches  at  different  levels  in my  PhD 
thesis.  
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3 Objectives 
 
The aim of my PhD  thesis was on  the one hand  to explore and exploit  the plethora of 
genome  data  available  from  parasites,  on  the  other  hand  to  produce  own  sequencing 
data  from  species  that  allow  to  answer  specific  questions  in  key  areas  of  parasite 
chemotherapy.  In  this  thesis,  all  four  previously  described  disciplines  of  comparative 
genomic  analyses  (Figure  1)  were  used  to  shed  more  light  to  various  aspects  of 
parasitology. In particular, three generally applicable in silico tools were developed and 
included in the Dirofilaria  immits genome project. Moreover, drug resistance candidate 
genes  were  identified  in  African  trypanosomes  by  whole  genome  sequencing.  The 
following specific objectives were accomplished by comparative genomics of parasites: 
 
(i)   Invention of an algorithm and development of an automated tool for genome‐wide 
identification  of molecular mimicry  candidates  that  can  be  adopted  to  any  host‐
pathogen pair (Chapter 2) 
 
(ii)   Invention  of  an  algorithm  and  development  of  an  automated  tool  that  allows  to 
discriminate DNA sequences to the level of species based on palindrome frequency 
patterns (Chapter 3) 
 
(iii)   Invention  of  a  generally  usable  in  silico  drug  target  prediction  pipeline  and 
application to Plasmodium falciparum (Chapter 4)  
 
(iv)   Application of  the  invented algorithms  from (i,  ii,  iii)  to  the  international genome 
project of D. immits (Chapter 5)  
 
(v)   Whole genome sequencing of T. b. rhodesiense STIB900 and its two drug‐resistant 
derivatives  STIB900‐M  and  STIB900‐P,  and  identification  of  candidate  resistance 
mutations (Chapter 6) 
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Figure S1. ClustalW dendrogram of CRIT orthologues from Schistosoma mansoni (Sma), 
S. haematobium (Sha), S. japonicum (Sja), Trypanosoma cruzi (Tcr), H. sapiens (Hsa), and 
R. norvegicus  (Rno).  The  scale  bar  indicates  changes  per  site.  Bootstrapping  numbers 
(grey) are given as percent positives of 1,000 rounds. 
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Figure S2. The filtering system used  in the overlapping  fragments approach. Numbers 
represent identical amino acid residues. Red line: threshold for negative control species. 
Green  line:  threshold  for  molecular  mimicry  candidate  in  mammalian  host  or  insect 
vector. 
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Figure S3. Database schema of mimicDB. The mimicDB database schema centers around 
mimic_sequence, which represents the individual genes. This table has as attribute tables 
the  actual  peptide  sequences  (mimic_sequence_seq)  and  predicted  motifs 
(mimic_sequence_motif).  Hits  between  parts  of  these  genes  are  collected  in mimic_hit, 
which  stores  the  coordinates  and  properties  of  the  hit.  A  complexity measure,  in  the 
form of Shannon source entropy for each peptide hit is stored in mimic_hit_entropy. The 
database  connects  to  the  GO  consortium  GO  term  database  in  that  mimic_sequence 
entries  that  have  a  GO  association  are  referenced  by  entries  in 
mimic_sequence_with_go_association,  where  the  corresponding  GO  term  db 
gene_product::id is also a foreign key. 
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Introduction 
 
Human African trypanosomiasis (HAT) or sleeping sickness is a fatal disease caused by 
Trypanosoma  brucei  rhodesiense  and  T.  b.  gambiense,  protozoan  parasites  that  are 
transmitted  by  the  tsetse  fly. Trypanosoma  brucei  spp.  proliferate  extracellular  in  the 
bloodstream  of  their  mammalian  hosts  and  evade  the  immune  system  by  antigenic 
variation. The periodic exchange of surface proteins makes the development of a vaccine 
highly unlikely and therefore chemotherapy  is  the only way to control  the disease  [1]. 
The  treatment  of  sleeping  sickness  relies  on  just  five  drugs,  selected  based  on  the 
causative  subspecies  and  the  stage  of  the  disease:  In  the  first,  haemolymphatic  stage, 
patients are treated with suramin (T. b. rhodesiense, introduced in 1916) or pentamidine 
(T. b. gambiense, 1937). In the second stage, when the trypanosomes have invaded the 
central  nervous  system, melarsoprol  (both  forms,  1949),  eflornithine  (T. b. gambiense 
only,  1977)  and  nifurtimox‐eflornithine  combination  therapy  NECT  (T.  b.  gambiense 
only, 2009) are used [2]. All of  the current drugs are difficult  to administer and suffer 
from severe adverse effects. Melarsoprol, in particular, holds unacceptable toxicity, 5% 
of  the  treated  patients  die  from  reactive  encephalopathy  [3].  Furthermore,  treatment 
failure  rates  of  up  to  30% are  reported  throughout  sub‐Saharan Africa  [4–7] possibly 
indicating the spread of drug resistant trypanosomes. 
New and expectantly safer drugs are under development. Fexinidazole [8] is currently in 
clinical  Phase  II/III  (www.dndi.org).  However,  until  new  drugs  are  available,  it  is 
essential  to  maximally  extend  the  life‐spans  of  the  current  ones  and  therefore  it  is 
crucial to understand the molecular mechanisms of drug resistance. 
The known mechanisms of drug resistance were recently discussed by Barrett et al. [9]. 
Most  investigations  have  addressed  melarsoprol  resistance.  Two  observations  were 
repeatedly made, namely (i) a declined drug uptake by drug resistant trypanosomes and 
(ii)  cross‐resistance  between  melarsoprol  and  pentamidine.  Cellular  uptake  of 
melarsoprol was  linked  to  the  adenosine  transporter  P2  encoded  by TbAT1,  the  high 
affinity  pentamidine  transporter  HAPT1  (gene  unknown)  [10]  and  the 
aquagylcerolporin  TbAQP2  [11].  Loss  of  function  of  any  of  these  transporters  –  AT1, 
HAPT1 or AQP2 –  is  thought  to give rise  to melarsoprol‐pentamidine cross‐resistance. 
Mutations in TbAT1 were shown to cause drug resistance in T. brucei lab strain [12]. The 
same mutations  also  occur  in  the  field  [13].  Whether  they  contribute  to  melarsoprol 
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treatment failures is not resolved [14,15]. Furthermore, overexpression of the putative 
melarsoprol‐trypanothione  export  pump  encoded  by  TbMRPA  was  shown  to  cause 
melarsoprol resistance [16,17].  
The following MelB resistance factors were observed for null mutant bloodstream‐form 
T.  brucei:  2.5  for  TbAT1  [10]  and  2  for  TbAQP2  [11].  Trypanosomes  with  MRPA 
ovexpression  were  6‐fold  resistant  [18],  respectively  10‐fold  in  a  tbat1‐/‐  null 
background [18]. Given these results, the molecular mechanisms of high‐level resistance 
of  pentamidine  and merlarsoprol  have  not  been  fully  resolved.  In  order  to  gain more 
insights  into  the  mechanisms  of  drug  resistance,  the  drug‐sensitive  T.  b.  rhodesiense 
STIB900  strain  had  been  selected  independently  in  vitro  for  melarsoprol  and 
pentamidine  resistance,  giving  rise  to  the  two  lines  STIB900‐M  and  STIB900‐P, 
respectively  [19].  Both  lines  showed  a  high  and  stable  cross‐resistance  between 
melarsoprol  and  pentamidine.  Here,  we  perform  whole  genome  sequencing  of  the 
parental  STIB900  and  its  resistant  derivatives  STIB900‐M  and  STIB900‐P,  aiming  to 
identify new drug resistance genes at the molecular level by comparative genomics. 
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Material and Methods 
 
T. b. rhodesiense lines and maintenance 
Trypanosoma brucei rhodesiense STIB900 is a derivative of STIB704 which was isolated 
from a male patient at St. Francis Hospital in Ifakara, Tanzania. After several passages in 
rodents and a  cyclic passage  in Glossina morsitans morsitans,  a  cloned population was 
adapted to axenic growth. T. b. rhodesiense STIB900 was selected independently in vitro 
for melarsoprol  (STIB900‐M)  and pentamidine  (STIB900‐P)  as described  [19].  Female 
Naval  Medical  Research  Institute  (NMRI)  mice  from  Harlan  (Netherlands)  were 
inoculated with 106 trypanosomes of STIB900, STIB900‐M and STIB900‐P, respectively. 
Tail blood was checked every second day for trypanosomes. When the parasitaemia was 
high, trypanosomes were harvested. The trypanosomes were separated from the blood 
cells on DEAE‐cellulose columns as described [20].  
 
DNA isolation 
Genomic  DNA  of  the  3  T.  b.  rhodesiense  lines  was  isolated  from  bloodstream‐form 
trypanosomes propagated  in mice  by phenol/chloroform extraction.  The purity  of  the 
obtained  DNA  was  assessed  by  PCR,  using  primers  for  mouse  Glyceraldehyde‐3‐
phosphate‐dehydrogenase (GAPDH). Mouse cDNA was kindly provided by Dr. Hansjörg 
Keller  (Novartis  Pharma  AG,  Basel)  as  a  positive  control.  All  T.  b.  rhodesiense  DNA 
samples tested negative for mouse GAPDH. 
 
Whole genome sequencing analysis  
Whole genome sequencing was carried out by 454 Life Sciences (Branford, US) on  the 
Genome Sequencer FLX Titanium. Two  shotgun  runs per  line were performed.  FASTQ 
format  was  extracted  from  .sff  files  using  ‘SFF  converter’  from  Galaxy 
(main.g2.bx.psu.edu)  [21].  High  quality  (HQ)  reads  were  mapped  to  the  reference 
genome T. b. brucei  927  from EBI‐EMBL  (www.ebi.ac.uk, October  2011)  using  SMALT 
(ftp.sanger.ac.uk/pub4/resources/software/smalt). The reference genome was indexed 
with  wordlength  13  and  skipstep  1.  Consensus  sequence  and  variants  relative  to  the 
reference  genome were  identified by  SAMtools  [22] using  ‘mpileup’  command. Ad hoc 
perl  scripts  were  used  to  compare  nucleotide  variants  between  the mapped  reads  of 
STIB900, STIB900‐M, STIB900‐P and T. b. brucei 927 genome. SNPs were called  if  they 
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had a read depth of at least 5 high quality bases (DP4 ≥ 5) and a read mapping quality of 
minimum 20 (mapq ≥ 20). Variants that had reads at the same position had to differ to 
the reference base to avoid false negatives as the reference genome is a haploid mosaic 
of the diploid chromosomes [23]. A SNP of STIB900‐M or STIB900‐P was only called if 
the  coverage  was  at  least  5  DP4  in  STIB900  to  eliminate  false  positives  due  to  low 
coverage. The remaining SNPs, indels and gene deletions were inspected manually using 
Artemis  (ftp.sanger.ac.uk/pub4/resources/software/artemis)  [24].  The  software  used 
.embl annotation  files  (www.ebi.ac.uk, October 2011)  to distinguish of  intergenic  from 
intragenic, and non‐synonymous from synonymous mutations.  
 
Restriction digest of TbAT1 
TbAT1  was  PCR‐amplified  with  primers  TbAT1_F:  GAAATCCCCGTCTTTTCTCAC  / 
TbAT1_R: ATGTGCTGAGCCTTTTTCCTT  flanking of  the ORF (Tannealing = 56°C). The PCR 
product was purified on  a  silica membrane  column  (Nucleospin  gel  and PCR  clean up 
(Macherey Nagel)) according to the supplier’s protocol. The product was digested with 
NruI (New England Biolabs) and run on a 1.5% agarose gel. 
 
Status of AQP2/3 locus 
A  3.2  kb  fragment  encompassing  the  complete AQP2/3  locus was  PCR‐amplified with 
primers  AQP2/3_F:  AAGAAGGCTGAAACTCCACTTG  /  AQP2/3_R: 
TGCACTCAAAAACAGGAAAAGA  (Tannealing  =  58°C).  The  products  were  run  on  a  0.8% 
agarose gel. 
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Results 
 
Whole genome sequencing analysis 
The genomes of T. b. rhodesiense STIB900, STIB900‐M and STIB900‐P were sequenced 
on  the 454 platform  [25] with a  calculated coverage of 18‐fold  (STIB900) and 21‐fold 
(STIB900‐M,  STIB900‐P)  (Table  1).  There  is  evidence  that  T.  b.  brucei  and  T.  b. 
rhodesiense are not reproductively isolated taxa and they may differ in just one gene, the 
SRA gene [26]. Given this information, HQ reads were mapped to the reference genome 
T. b. brucei 927, ‘minichromosomes’ were not included [23]. T. b. brucei 927 is currently 
the best annotated Trypanosoma brucei genome. Reads with low mapping quality (mapq 
<  20)  were  removed,  i.e.  sequences  that  have  a  significant  number  of  mismatches 
compared  to  the  reference  genome  or  reads  that mapped  equally well  to  at  least  one 
other location (non‐unique/repetitive sequences or regions containing low complexity). 
There  were  only  minor  differences  between  the  lines  regarding  reference  genome 
overall coverage and number of genes covered with high quality bases (Table 1).  
Compared to  the T. b. brucei 927, 112’565 common SNPs were  found among STIB900, 
STIB900‐M and STIB900‐P (Table 1). Only 2 were shared between both resistant lines, 
31 were specific to STIB900‐M and 11 were only detected in STIB900‐P. However,  the 
number of variants  is an underestimate, as a mutation was only counted if all mapped 
reads  showed  differences  to  the  reference  base.  The  reason  for  the  preclusion  of 
heterozygous alleles is that the available T. b. brucei 927 genome is a haploid mosaic of 
the diploid  chromosomes  [23],  thus  variation between T. b.  rhodesiense  reads  and  the 
reference genome may occur due to heterozygosity within the T. b. brucei 927 sequences 
itself. Although we can not exclude all false‐positives, the likelihood that a detected SNP 
is a true‐positive is very high as one would expect to find at least a few reads that show 
the same base as the reference if there is a heterozygous allele. With this filter, we tried 
to maximize the specificity of a SNP at the cost of sensitivity, taking into account missing 
true‐positives.  In  addition,  false  negative  calls  could  occur  in  regions with  insufficient 
high quality read coverage.  
 
Gene deletion 
In  terms  of  drug  resistance,  genes  that  are  lost  in  STIB900‐M  and/or  STIB900‐P 
compared to the parental line are of high interest. It turned out that STIB900‐M had not 
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only lost TbAT1 (Tb927.5.286b) as previously published, but a whole region of over 25 
kb  encompassing  TbAT1  and  the  adjacent  genes  (Tb927.5.288b,  Tb927.5.289b, 
Tb927.5.291b,  Tb927.5.292b)  (Figure  1).  This  probably  explains  the  failure  of 
amplification a PCR product with primers in the 5’ and 3’ untranslated regions of TbAT1 
[19].  In  addition  to  this  large  deletion  at  the  TbAT1  locus,  a  deletion  of  1.8  kb  was 
detected at  the AQP2/3  locus (Figure 2). Strikingly,  the same deletion occurred also  in 
STIB900‐P (Figure 2). The gene deletion was confirmed by Sanger sequencing (data not 
shown)  and  by  PCR  (Figure  3).  Further,  suspected  regions  of  deletion  or  small  indels 
were  inspected manually using  the Artemis  software, but no  further distinct  case was 
located.  
 
Genome­wide SNP analysis 
Compared  to  the  drug‐sensitive  STIB900,  one  coding  mutation  was  found  in  both 
resistant  lines,  three  specifically  in  STIB900‐M  and  one  mutation  only  in  STIB900‐P 
(Table  2),  this mutation was  in TbAT1.  In  STIB900‐P,  a  non‐synonymous  substitution 
was  identified  at  position  430,  leading  from  a  neutral  glycine  to  a  positively  charged 
arginine. We  confirmed  the  point  mutation  with  Sanger  sequencing  and  a  restriction 
digest of the TbAT1 PCR product with the endonuclease NruI that specifically cuts at the 
position where the mutation occurs (Figure 4). The PCR product of STIB900‐P was not 
completely digested, although both 454 and Sanger sequencing showed a homozygous 
mutation.  Furthermore,  the gene  is  transcribed as  seen  in RNAseq studies  (Graf  et  al., 
unpublished). To date,  the variant has not been detected  in published genotyping data 
from  laboratory  strains  [12]  or  from  field  isolates  [13,14].  Surprisingly,  the mutation 
was not previously reported in STIB900‐P although the gene had been sequenced [19], 
suggesting a sequencing error or misinterpretation in the previous study.  
In  addition  to  a  coding  mutation  in  an  atypical  VSG  (Tb927.5.4950),  two  non‐
synonymous  substitutions  in  a  hypothetical  protein  (Tb927.3.5720)  were  specific  to 
STIB900‐M (Table 2). A blastp search against the non‐redundant protein database from 
NCBI  (blast.ncbi.nlm.nih.gov)  showed no  siginificant  similarity  to  known proteins,  but 
there  are  paralogs  within  the  genome.  At  the  genomic  level,  Tb927.3.5720  exhibited 
91% identity to the adjacent Tb927.3.5700, Tb927.3.5710 and Tb927.3.5730. No reads 
were mapped to these genes because they are almost identical to each other. 
With  regard  to  cross‐resistance,  mutations  specific  to  both  resistant  lines  are  of 
particular  interest  since  T.  b.  rhodesiense  STIB900‐M  and  STIB900‐P  have  the  same 
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pattern of cross‐resistance. The same coding variant was  found  in the gene of uridine‐
rich‐binding protein 1 (UBP1) (Tb11.03.0620) in STIB900‐M and STIB900‐P. Compared 
to the drug‐sensitive STIB900, STIB900‐M and STIB900‐P carry a leucine instead of an 
arginine in the RNA‐binding motif of the protein at position 131 (Table 2; Figure 5).  
The approach presented here detected by no means all mutations that may be involved 
in drug resistance. As mentioned above, the number of variants is an underestimate, and 
in  addition,  so  far  we  only  looked  at  coding  regions  and  at  the  genomic  level.  For 
instance, a mutation in a regulatory region could lead to an over/underexpression of a 
gene  that  may  lead  to  a  reduced  drug  uptake.  To  complete  our  catalogue  of  drug 
resistance candidates, we are currently performing RNAseq studies to find differences at 
the expression levels (Graf et al., unpublished).  
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Discussion 
 
Drug  resistance  in  African  trypanosomes  has  been  investigated  since  the  pioneering 
studies of Paul Ehrlich [27]. Until recently, genes involved in resistance were identified 
based on hypotheses  related  to possible mechanisms.  In  the  last  few years,  functional 
genomics  approaches  have  emerged  that  dramatically  changed  the  scale.  New 
techniques  allow  high‐throughput  studies  beyond  the  individual  gene  level, 
investigating whole genome, transcriptome, proteome and metabolome to gain insights 
into the mechanisms of drug resistance [9]. Here, we took advantage of whole genome 
sequencing. The 454 reads obtained from the three T. b. rhodesiense lines were mapped 
to  the  reference genome T. b. brucei 927  [23]. The  idea was  to use  the published T. b. 
brucei  genome  as  a  triangulation  point  (and  not  to  compare T.  b.  rhodesiense  to T.  b. 
brucei). Compared to the drug‐sensitive STIB900 line, we found that both resistant lines 
have lost TbAQP2 (Figure 3). A new coding mutation was detected in TbAT1 of STIB900‐
P, a  large deletion encompassing TbAT1 and neighbouring genes in STIB900‐M (Figure 
1).  Furthermore, we  detected  a  non‐synonymous  substitution  in TbUBP1  that  has  not 
been linked to resistance so far. Strikingly, the same mutation was independently fixed 
in both resistant lines. The variant led to an amino acid change from a positively charged 
arginine  to  a  neutral  leucine.  Intriguingly,  the  substitution  occurred  in  the  highly 
conserved  RNA  recognition  motif  (RRM).  The  conservation  among  kinetoplastids  is 
illustrated  in  Figure  5.  Interestingly,  it  was  shown  that  the  corresponding  arginine 
residue  in  the  T.  cruzi  homolog  plays  a  crucial  role  in  RNA  binding  [28].  Moreover, 
TcUBP1 was  implicated  in  regulation  of  small mucin  gene  (SMUG) mRNA  levels  [29]. 
However, a specific role has not been attributed to TbUBP1 so far. It was suggested that 
TbUBP1 is essential for parasite growth and that it may be involved in mRNA regulation 
[30]. In general, cross‐resistance may occur if the drugs share a common uptake/efflux 
mechanism  and/or  a  common  target.  It  is  assumed  that  the  mode  of  action  of 
pentamidine  and  melarsoprol  are  different  [31].  One  explanation  could  be  that  the 
amino  acid  substitution  changes  the  binding  properties  of  UBP1  to  the  negatively 
charged RNA. This may affect mRNA  levels of other genes. Up‐ or downregulation of a 
specific  gene  (i.  e.  transporter)  should  be  detectable with RNAseq  studies  (Graf  et  al., 
unpublished). However, the mutation could also have a more systemic effect, i.e. it could 
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stabilize mRNAs of several genes  that  lead  to an overproduction of proteins  that were 
affected by the drug itself or by oxidative stress.  
A  crucial  experiment  will  be  to  test,  by  double  homozygous  deletion,  whether 
simultaneous loss of TbAT1 and TbAQP2 fully explains the observed multidrug resistant 
phenotype of T. b. rhodesiense STIB900‐M or whether additional mutations, such as that 
identified in TbUBP1, must be involved. 
An important point will be to evaluate whether the variations are relevant to the field. 
Mutations conferring resistance are often associated with  fitness costs. For  instance,  it 
was shown in Mycobacterium tuberculosis that rifampin‐resistant mutants had a reduced 
fitness  when  compared  with  the  sensitive  ancestor  in  competition  assays  and  that 
mutations bearing the highest fitness cost never appeared in clinical isolates [32].  
Once  relevant  determinants  of  drug  resistance  are  selected,  a  diagnostic  tool may  be 
eventually developed  that  allows  to monitor drug  resistance  in  the  field. By designing 
specific primers that can discriminate between drug‐resistant and drug‐sensitive lines, a 
loop‐mediated isothermal amplification (LAMP) test [33] may have great potential to be 
applied in the field.  
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Tables 
 
  STIB900  STIB900‐M  STIB900‐P 
       
HQ reads total  1'418'416  1'513'957  1'482'415 
Average read length  330  362  371 
Calculated coverage  18  21  21 
       
Mapping statistics       
Mapped reads (all mapping quality)  1'212'557  1'205'716  1'201'165 
Mapped reads (mapq ≥ 20)  897'213  959'151  959'663 
% coverage of RG with HQ bases (DP4 ≥ 5)     82%  82%  82% 
% gene coverage (gene length ≥  95%)    84%  81%  83% 
       
SNP statistics       
Overall  112'565  112'598  112'578 
CDS  46'453  46'458  46'455 
Non‐synonymous  19'575  19'579  19'577 
 
Table  1.  Whole  genome  sequencing  and  mapping  statistics  when  compared  to  T.  b. 
brucei 927 reference genome. (RG: reference genome, HQ: high quality).  
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Chr  Gene ID  Annotation  STIB900  STIB900‐M  STIB900‐P  Substitution 
3  Tb927.3.5720  hypothetical protein  A  C  A  K188N 
3  Tb927.3.5720  hypothetical protein  T  C  T  F189L 
5  Tb927.5.4950  VSG, atypical  G  T  G  T347K 
5*  Tb927.5.286b  adenosine transporter 1 G  G  C  G430R 
11  Tb11.03.0620  RNA‐binding protein  G  T  T  R131L 
 
Table 2. Coding point mutations occurred  in drug‐resistant  lines. * TbAT1  is currently 
not included in the dataset of chromosome 5, it is included in BAC26D11.  
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Figures 
 
 
Figure 1. Deletion encompassing TbAT1 and neighbouring genes. Genes depicted in red 
were lost in STIB900‐M.  
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Figure 2. Loss of AQP2 in the drug‐resistant lines. Reads from STIB900, STIB900‐M and 
STIB900‐P  were  mapped  to  the  reference  genome  T.  b.  brucei  927  using  SMALT. 
Numbers indicate the genomic position on chromosome 10. Arrows represent the length 
of the genes and their orientation. Artemis was used to visualize the data.  
 
 
 
Chapter 6 – Drug Resistance in African Trypanosomes 
     
 ‐99‐ 
 
 
 
Figure 3. Probing for AQP2/3 locus by PCR. Smaller PCR products were obtained 
from  STIB900‐P  and  STIB900‐M when  compared  to  STIB900.  Actin  served  as  a 
positive control. 
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Figure 4. Restriction digest of the TbAT1 PCR products from sensitive parental (S) 
and pentamidine‐selected (P) trypanosomes with the endonuclease NruI.  
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Figure 5. ClustalW alignment of the RRM motif from UBP1 homologs of kinetoplastids. 
Arrow  indicates  position  where  the  amino  acid  substitution  occurred  in  the  drug‐
resistant STIB900‐M and STIB900‐P. (Tb: Trypanosoma brucei brucei, Tco: T. congolense, 
Tcr: T. cruzi, Lm: Leishmania major). 
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General Discussion 
 
1 Rationale, Objectives and Aim of the Present Thesis 
 
The genome contains the evolutionary history as well as  the  functions of an organism. 
However,  the  DNA  sequence  of  a  single  species  alone may  reveal  only  a  few  secrets. 
Instead, comparative genomics to other species will yield information on the genetic and 
evolutionary bases of shared and distinct properties throughout the tree of life. Indeed, 
our knowledge about genomes and their functions have been dramatically enhanced in 
the post‐genomic era. Comparative genomics is an emerging field in biology that started 
when  the  first  two  sequenced  genomes  of  self‐replicating  organisms  were  available, 
Haemophilus  influenzae  and  Mycoplasma  genitalium  [1].  Since  then,  an  enormous 
number of genomes from parasites, hosts and vectors were sequenced. Sequencing and 
assembly  technologies  have been  further  developed which  led  to  remarkably  reduced 
costs and time to complete a genome sequence. 
Comparative  genomics  of  parasites  may  be  studied  in  different  ways:  (i)  between 
parasites and  free‐living organisms,  (ii)  between parasite and host,  (iii) within  closely 
related species  (family,  genus),  and  (iv) within  the same species.  In my PhD  thesis, all 
four disciplines were  touched  in various projects. The aim was  to explore  and benefit 
from the wealth of available genomes on the one side and being an active part in whole 
genome sequencing projects on the other side. In particular, three algorithms (Chapter 2, 
3, 4) were invented that are of general interest to the parasitology community, and they 
were  applied  in  the  genome  project  of  Dirofilaria  immitis  (Chapter  5).  Further,  the 
genomes  of  Trypanosoma  brucei  rhodesiense  STIB900  and  its  two  drug‐resistant 
derivatives  STIB900‐M  and  STIB900‐P  were  sequenced  to  identify  the  mutations 
underlying drug resistance  (Chapter 6). For  the  further discussion, Chapter 2­5 will be 
taken together and discussed in a general manner separately from Chapter 6.  
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2 Inventions of Algorithms and their Applications in Parasitology 
 
With the rapidly growing number of sequenced genomes, the collected data need to be 
stored  in customized databases  for ease of community access. Nowadays, well‐curated 
databases such as NCBI, EMBL and Uniprot exist, which arrange the wealth of data in a 
user‐friendly  way  either  by  storing  their  data  directly  on  their  servers  or  by  linking 
them  to  other  databases.  For  eukaryotic  parasites,  EuPathDB  (eupathdb.org)  and 
WormBase  (wormbase.org)  are  currently  the  best  portals  for  accessing  genomic‐scale 
datasets.  Besides  the  data  collection,  there  is  a  plethora  of  open‐source  programs 
available for similarity searches, orthology detection, transmembrane domain or signal 
prediction,  etc.    They  can  be  accessed  online  on  a  web  interface  or  downloaded  as 
standalones. However, if complex biological questions are addressed on a large scale, the 
output of these programs needs to be parsed and fed into other programs to obtain the 
anticipated results.  In bioinformatics, automated pipelines are developed that combine 
existing  programs  with  e.  g.  Perl  scripts  for  parsing,  reformatting  and  analysis  for 
output.  Perl  is  a  simple  but  effective  programming  language.  In my  thesis,  algorithms 
were  invented  that  were  partly  based  on  existing  programs,  and  Perl  scripts  were 
created to build tools that are automated and widely applicable.  
 
Although  some  genome  projects  documented  molecular  mimicry  candidates  in  their 
publications  [2–7],  no  systematic  approach  has  been  conducted  to  identify molecular 
mimicry  in  the  post‐genomic  era.  The  first  developed  algorithm  was  therefore  to 
perform  a  genome‐wide  survey  for  molecular  mimicry  candidates  (Chapter  2)  which 
was built on my M. Sc. thesis [8]. In brief, I screened parasite proteomes independently 
with either full‐length proteins or overlapping peptide fragments for linear epitopes that 
were present in the host proteome but were not found in free‐living control organisms. 
Compared  to my master  thesis,  several  improvements were made,  namely  (i)  a more 
accurate filtering system, (ii) the use of randomized sequences to estimate significance 
of  the  identified  candidates,  (iii)  the  setting  up  of  an  online  database 
(mimicdb.scilifelab.se) designed for community access to the mimicry data, and (iv) the 
development  of  a  fully  automated  tool  with  exchangeable  parasite,  host  and  control 
proteomes. 
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Amongst  the  identified  mimicry  candidates,  my  personal  highlights  were  the  SOCS5 
homolog  of  B.  malayi  (Chapter  2,  Figure  2)  and  the  motif  shared  between  human 
vitronectin  and  the  extracellular  domain  of  several  PfEMP1  variants  of  P.  falciparum 
(Chapter 2, Figure 5). SOCS proteins are important regulators of the immune system [9] 
and  we  proposed  that B. malayi  may mimic  SOCS5  to  manipulate  the  host's  immune 
system (Chapter 2).  Intriguingly, SOCS5 homologs were also present in the genomes of 
the animal‐parasitic nematodes D. immitis, A. suum and T. spiralis but were not identified 
in  the  plant‐parasitic Meloidogyne  spp.,  the  free‐living  C.  elegans  and  necromenic  P. 
pacificus  (Chapter 5). Strikingly, various viruses have developed mechanisms to induce 
host SOCS protein expression  for  immune evasion and survival  [10]. However, SOCS5‐
like  proteins  from  animal‐parasitic  nematodes  did  not  carry  an  N‐terminal  signal 
peptide  [11],  but  they  were  predicted  to  be  targeted  to  the  non‐classical  secretory 
pathway using  the  SecretomeP method  [12].  The  SOCS5 homolog was not detected  in 
E/S  products  of  B. malayi  proteomic  analysis  [13–15]  but  was  found  in  the  somatic 
fraction of L3 larvae [15]. Transcriptomic analysis showed expression in all the profiled 
lifecycle stages (microfilariae, adults, L3 and L4) [16]. Therefore, it seems that the gene 
is  expressed  but more  experimental  data  are  needed  to  clarify  the  function  of  SOCS5 
homologs in parasitic nematodes and their roles in host‐parasite interaction.  
In  the  genome  project  of  D.  immitis,  we  expanded  our  survey  for  host  manipulating 
candidates with blast searches of known immune modulators from parasitic nematodes. 
Most  of  these  cannot  be  detected with  the  presented mimicry  approach  because  they 
share similarities to C. elegans proteins (and C. elegans was used as a negative filter; see 
Chapter  2,  p.  28).  Amongst  others,  a  D.  immitis  MIF‐1  homolog  was  found  that  was 
previously  described  in  other  nematodes  as  well  as  in  Leishmania  and  Plasmodium 
(Chapter 1).  In  general,  the  identified  repertoire  of  immune modulators  seemed  to  be 
rich,  in  agreement  with  the  view  of  parasitic  helminths  role  as  'masters  of  immune 
regulation' [17]. 
In  P.  falciparum,  we  found  several  fragments  from  different  PfEMP1  variants  in  all 
investigated  strains  (3D7,  HB3,  DD2)  that  shared  amino  acid  identity  with  human 
vitronectin (Chapter 2, Figure 5). This was  the best hit over all parasites analysed and 
very striking as only significant hits were returned from vitronectin and PfEMP1 when 
searched with  the  shared  amino acid  stretch on non‐redundant protein databases. On 
the host side, the motif was detected in vitronectin, a protein that is abundant in plasma 
and present  in  the extracellular matrix of  various human  tissues  [18]. The  function of 
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vitronectin is manifold, most notably it is implicated in negative immunomodulation and 
cytoadherence  [19].  Moreover,  Moraxella  catarrhalis,  Haemophilus  influenzae  and 
Neisseria gonorrhoeae recruit host vitronectin to their surface to evade the complement 
system,  Streptococcus  pneumoniae  and  Streptococcus  pyogenes  utilize  host  vitronectin 
for  adherence  and  internalisation  [20].  The mimicked  region  lay  in  the  first  heparin‐
binding  domain;  however,  a  specific  function  has  not  been  attributed  so  far.  On  the 
parasite  side,  the  corresponding  amino  acid  stretch was  predicted  in  several  PfEMP1 
variants  extracellularly  close  to  the  transmembrane  domain  (Chapter  2,  Figure  5). 
PfEMP1 is expressed on the surface of infected erythrocytes and thus involved in host‐
parasite  interactions. Therefore  it  is easy to conceive that  the proposed mimicry motif 
would  hold  advantage  for  the  parasite.  In  the  3D7  genome,  the  var  gene  family  was 
subdivided  into  16  types  based  on  their  domain  type  and  order,  or  into  three major 
classes (upsA, upsB, upsC) according to their upstream regions [2]. So far, a minimum of 
12  human  receptors  have  been  documented  to  mediate  adhesion  to  infected 
erythrocytes  and  it  is  thought  that  different  subsets  of  PfEMP1s  bind  to  distinct 
receptors which may influence disease severity [21,22]. PfEMP1 variants containing the 
amino  acid  stretch  similar  to  vitronectin were not  grouped  to  a  specific  type or  class. 
However,  the motif  was  identified  as  a  homology  block  (IGHvar29_1726_1743) when 
399 PfEMP1 sequences were aligned [23]. Overall, 43 PfEMP1s across eight genomes (P. 
falciparum clone 3D7, HB3, DD2, IT4/FCR3, PFCLIN, RAJ226, IGH and P. reichenowi clone 
PREICH)  were  identified  when  searching  on  the  VarDom  server 
(www.cbs.dtu.dk/services/VarDom). In general, it is difficult to demonstrate molecular 
mimicry  experimentally  because  by  definition  in  vivo  models  are  needed  to  obtain 
conclusive results. Unfortunately, this is not possible for P. falciparum and in the case of 
PfEMP1,  P.  berghei  or  P.  chabaudi  are  not  an  option  as  they  do  not  have  var  genes. 
Moreover,  PfEMP1  and  Vitronectin  are multifunctional  proteins with  several  domains 
which render the experiments even more difficult.  
By  comparative  genomics,  parasite  linear  epitopes were detected  that  resembled host 
sequences. BLAST was  implemented  to conduct direct sequence comparisons between 
parasite and host. However, neither mimicry by glycosylated peptides nor by non‐linear 
epitopes were  identified. Although  the number of 3D or  carbohydrate  structures  from 
molecules stored  in databases  is growing steadily,  it  is unrealistic  to perform genome‐
wide  surveys  with  conformational  epitopes  or  carbohydrate  compositions  at  the 
moment. Moreover, parasites may mimic  lipids  [24] or microRNAs  [25]  to manipulate 
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their host, mechanisms we did not cover in our study. Further, the pipeline is dependent 
on  the  appropriate  choice  of  the  free‐living  negative  controls.  It  is  crucial  to  have  a 
convenient mixture of unrelated free‐living organisms to eliminate generally conserved 
proteins and motifs. Nevertheless, the survey vastly benefits if a closely related species 
is  available.  For  instance,  C.  elegans  serves  as  a  convenient  control  for  parasitic 
nematodes as it excludes genus‐specific sequences unassociated to mimicry. A reduction 
of  artefacts  would  certainly  be  observed  in  kinetoplastids  with  the  inclusion  of Bodo 
saltans, or with Chromera velia in apicomplexan parasites.  
To make  our  algorithm  accessible  to  the  research  community,  a  fully‐automated  tool 
was  developed  that  can  be  adopted  to  any  parasite‐host  pair  and  free‐living  control 
species.  Moreover,  we  made  our  results  publicly  available  by  setting  up  mimicDB 
(mimicdb.scilifelab.se),  a  database  where  our  mimicry  candidates  are  stored.    Thus  I 
believe  that  our  work  will  contribute  to  a  better  understanding  of  host‐parasite 
relationships at the molecular level. 
 
As  advanced  sequencing  technologies  open  up  new  opportunities  so  do  we  face  new 
challenges.  High‐throughput  methods  allow whole  genome  sequencing  not  only  for  a 
single species but for whole communities as well. A major challenge in exploiting these 
data is the binning of non‐overlapping DNA contigs into groups that correspond to the 
different  species  present  in  the  community  [26].  In my  PhD  thesis,  an  algorithm was 
invented  that  allows  to  discriminate  DNA  sequences  to  the  level  of  species  based  on 
palindrome  frequency  patterns  (Chapter 3).  In  summary, we made  use  of  the  general 
underrepresentation of short palindromes in all kinds of genomes, and the observation 
that palindromes exhibit the highest inter‐species but a low intra‐species variance. The 
degree  of  underrepresentation  of  a  given  palindrome  depends  on  the  organism;  the 
pattern of palindrome frequency distribution is highly species‐specific.  In our analysis, 
we  included  the 16 palindromic words of  length 4. Therefore,  every  investigated DNA 
sequence  converts  to  a  vector  of  16  numbers  which  allows  to  group  sequences  by 
clustering based on distance. With  this method, we were able  to cluster  together DNA 
from the same species, and to assign plasmids and certain viruses to their corresponding 
host genomes. Nevertheless, it is important to mention that no phylogenetic tree can be 
inferred  from  palindrome  typing.  Moreover,  a  critical  point  is  the  minimal  sequence 
length needed as input. At the moment, most commercial available sequencing machines 
produce reads shorter than 1 kb [27], however, new technologies promise significantly 
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longer  reads  [28].  But  as  long  as  the  reads  are  shorter  than  9  kb,  they  need  to  be 
concatenated to long enough contigs prior to their usage in our program. In general, the 
longer the input sequence, the more accurate the pattern. A higher discriminative power 
could also be achieved by the usage of the 64 palindromic words of  length 6, but  then 
the input sequences would need to be even longer.  
To test the presented method, the developed tool was applied to the sequences obtained 
from the 2007 ‘Sorcerer II Global Ocean Sampling Expedition’ [29], where the hundred 
largest  contigs  were  analysed  (Chapter  3,  Figure  S2).  In  fact,  we  were  capable  of 
producing major clusters which appeared to be species‐specific. However, we could not 
assess our results because  the genomes of  the  investigated species were not stored  in 
the  NCBI  nucleotide  collection.  Nonetheless,  the  potential  of  our  application  was 
underpinned  when  we  assembled  randomly  picked  DNA  pieces  correctly  to  their 
respective species of origin in over 90% (Chapter 3, p. 49).  
In  the  D.  immits  genome  project,  we  took  advantage  of  the  palindrome  frequency 
patterns to provide further evidence for the insertion of Wolbachia DNA into the nuclear 
genome  of  D.  immits  through  horizontal  gene  transfer.  We  demonstrated  that  the 
sequences  of  suspected  horizontal  gene  transfer  clearly  clustered  together  with  the 
Wolbachia  genome  (Chapter 5,  Figure  S1). Wolbachia‐host  transfer  has  been  reported 
for several species [30], but the evidences supplied from whole genome data are rarely 
with any doubt [31] and hence our method sheds more  light on the proposed transfer 
sequences, provided that the sequences are long enough.  
Taken  together,  we  developed  a  tool  that  clusters  DNA  sequences  to  their  species  of 
origin  by  comparative  palindromics.  The  power  of  the  program  lies  in  its  simple 
application  and high  resolution.  Even  closely  related  species  such  as C. elegans  and C. 
briggsae were correctly resolved. The method can  in principal be adopted  to any DNA 
sequence which needs to be assigned to its species of origin.  
 
The increasing availability of genomic sequences from parasites is also supporting drug 
discovery.  As  many  parasites  are  genetically  intractable,  the  prediction  and 
prioritization of promising drug targets are pivotal steps in rational drug design [32,33]. 
In  the  frame  of  my  PhD  thesis,  an  algorithm  was  developed  to  predict  drug  target 
candidates  based  on  phylogenomics  among  closely  related  species  and  comparative 
genomics to the host (Chapter 4). Even though not all  targets are encoded by essential 
genes [33], a desirable drug target should be essential and specific for the parasite. The 
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prediction of essentiality plays a critical role in target‐based approaches. At the moment, 
reverse genetic techniques such as homologous recombination or gene silencing are in 
many parasites  impractical  at  the single gene  level, not  to mention on a genome‐wide 
scale  [33].  Moreover,  related  model  organisms  from  which  essential  genes  may  be 
inferred  are  not  available  for  a  majority  of  parasites.  Therefore,  an  essentiality 
prediction was  developed  that  is  largely  independent  of  experimental  data  and  hence 
widely applicable. The hypothesis was  that a protein  is  less  likely  to be dispensable  if 
there are no other similar proteins in the same proteome, but conserved orthologues in 
all  the  related  species.  The  hypothesis  was  tested  with  the  S.  cerevisiae  deletion 
phenotype  data  set,  where  the  applied  algorithm  significantly  enriched  for  essential 
genes. Further, the drug target prediction pipeline was refined by the inclusion of more 
criteria: To be considered as potential drug target, the protein needs to be matchless in 
the host proteome, expressed in a relevant stage, and predicted to be druggable.  
The presented approach  for  target prediction mainly differs  from published ones  [32–
34] in that it relies on evolutionary evidence and comparative genomics between closely 
related species to predict essentiality, and not on model organisms.  In addition, amino 
acid  comparisons  were  based  on  Needleman‐Wunsch  global  alignments  instead  of 
Smith‐Waterman  local  alignments  to  avoid misleading  similarity  interpretation due  to 
small common domains. 
As  functional  genomics  approaches  are  limited  in  Plasmodium  spp.,  and  no  related 
model organism is available and there is an urgent need for new antimalarial drugs, P. 
falciparum was an ideal pathogen for the designed drug target pipeline. Importantly, the 
genomes from different Plasmodium spp. were available that permit a reliable orthology 
analysis. Starting with the complete set of 5400 proteins, we came up with a sizeable list 
of  40  candidates  which  contained  proven  and  new  targets.  Strikingly,  of  the  nine 
proteins investigated by reverse genetics in Plasmodium spp. that were in our list, eight 
appeared to be essential, backing our fundamental hypothesis to enrich for essentiality. 
A  further  improvement  could  be  obtained  by  inclusion  of  network  connectivity 
information as  it  is widely believed  that highly  connected genes  are more  likely  to be 
essential  [33].  However,  available  P.  falciparum  network  data  were  incomplete  and 
therefore not incorporated. As the idea was to compile a sizeable set of highly promising 
targets, we missed many plausible candidates by applying stringent filters. Although not 
of  first  priority,  of  potential  interest  are  the  178  hypothetical  proteins.  Among  them, 
there might be very exciting targets as they would be most likely novel and provide new 
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opportunities to tackle Plasmodium species. Therefore, the high number of proteins with 
unknown  function  is  a  real  bottleneck  in  malaria  research.  Nevertheless,  to  be 
considered as a promising protein  in a  target‐based approach, a  functional annotation 
needs to be at hand. From my point of view, the most prospective candidates to begin 
with  are  the  predicted  phosphomannose  isomerase  and  phosphenolpyruvate 
carboxylase.  Since  both  enzymes  were  successfully  inhibited  in  other  systems  by 
antifungals or herbicides respectively, the drug development process would not need to 
start  from  scratch.  The  potential  of  agrochemicals  against  protozoan  parasites  was 
recently demonstrated when over 600 compounds were tested against Malaria, Sleeping 
Sickness, Leishmaniasis and Chagas disease [35].  
Another point  I would  like  to discuss  is  the  large discrepancy between  the number of 
conserved proteins among Plasmodium spp. detected in Chapter 4 and the analysis from 
Hall  et  al.  [36],  where  they  mentioned  an  'universal  Plasmodium  set'  of  about  4500 
genes. In our approach, we identified about 3600 P. falciparum proteins that contained 
at  least one ortholog in all of the other included Plasmodium species.  In comparison to 
the analysis  conducted by Hall  et  al., where  the  complete genomes of P.  falciparum, P. 
berghei,  P.  chabaudi  and  P.  yoelii  were  considered,  we  included  the  genomes  of  the 
primate‐infective P. knowlesi and P. vivax as well. As the method to detect orthologs was 
similar,  the  differences  need  to  have  appeared  as  a  result  of  incorporation  of  more 
genomic  data.  Hence  this  is  a  good  example  of  how  comparative  genomics  got  more 
informative and precise by incorporation of additional reliable sequences.   
The fact that the identified targets from our pipeline are by definition highly conserved 
among Plasmodium  species holds  the advantage  that an eventual drug might be active 
against P. vivax as well, a highly desirable property in line with the Malaria Eradication 
Research  Agenda  (malERA)  [37].  Moreover,  as  mouse  models  are  crucial  in  drug 
development  process,  the  conservation  among  rodent  parasites  is  an  important  plus. 
Apart from efficacy and toxicity tests, rodent malaria parasites can also be used to obtain 
resistance markers before the introduction of new drugs to the market as well as for the 
evaluation of potential combination therapies [38].  
For the filarial genome project of D. immitis, the prediction pipeline was modified due to 
the availability of a  related model organism. The main difference was  that essentiality 
was  inferred  from  C.  elegans  homologs  predicted  to  be  essential  for  survival  and 
development  from RNAi analyses. As  for P.  falciparum, we  identified proven targets as 
well  as  novel  candidates.  Although  we  have  enriched  for  essential  genes  in  the  S. 
Chapter 7 – General Discussion and Conclusion 
     
 
 ‐113‐ 
cerevisiae  test set and there is evidence for the P.  falciparum predicted drug targets,  in 
my opinion, it is more convenient to infer essentiality from functional genomics studies 
from  closely  related  organisms,  if  data  are  complete  and  trustworthy.  However,  as 
mentioned  above,  related  model  organisms  are  frequently  not  available  and  thus  I 
believe  that  our  pipeline  will  advance  the  field  of  rational  drug  discovery  against 
parasites in general. 
 
In summary, I made use of the wealth of genomes and open‐source programs available 
to  learn  more  about  the  evolution  of  parasites  and  to  identify  vulnerable  points.  By 
comparative  genomics,  algorithms  addressing  specific  biological  questions  were 
invented  and  automated  tools  based  on  existing  programs  and  self‐developed  Perl 
scripts were built that are available to the scientific community.  
 
 
3 Drug Resistance in African Trypanosomes 
 
With  the  arriving  of  next  generation  sequencing  technologies  (NGS)  [27],  the 
opportunities for genomic research have been markedly increased. Whereas in the past 
the large sequencing centers appointed which species to sequence, nowadays even small 
research  labs are able  to  sequence  their organism of  interest.  In  the  frame of my PhD 
thesis, whole genome sequencing was performed  to  reveal mutations underlying drug 
resistance in African trypanosomes (Chapter 6). The power of this method lies in its high 
resolution as all genomic mutations can be rapidly identified at a time, if the produced 
sequences are of high quality. The study was built on a previous work at our  institute, 
where  the drug‐sensitive T. b. rhodesiense  STIB900  line was selected  independently  in 
vitro for melarsoprol (STIB900‐M) and pentamidine (STIB900‐P) resistance [39]. Due to 
the  ‘10  Giga  Grant’  from Roche  (Basel,  CH),  the  genomes were  sequenced  on  the  454 
platform  [40]  by 454 Life  Science  (Branford, US).  The  company provided high quality 
reads for all three lines and a de novo assembly of STIB900. In a first step, the reads of 
each  line  were  mapped  to  the  reference  genome  T.  b.  brucei  927  [41].  Available 
programs  were  combined  with  Perl  scripts  to  parse  the  outputs  and  automate  the 
variant detection. About 80% of the reference genome was covered with at least 5 high 
quality bases by STIB900,  STIB900‐M or STIB900‐P,  respectively  (Chapter 6,  Table 1). 
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No reads mapped to the remaining parts of the genome mainly because they contained 
non‐unique  regions or  they were of  low complexity. The  threshold  coverage of 5 high 
quality  bases was  low,  especially  for  a  diploid  organism.  In my  opinion,  a  good  value 
would  be  of  at  least  15  as  it  would  allow  more  precise  differentiation  between 
sequencing errors and true variants. A further issue was that the reference genome was 
a haploid mosaic of the diploid chromosomes. However, the T. b. brucei 927 is currently 
the  best  annotated  genome  that  is  publicly  available.  Instead  of  mapping  reads  to  a 
reference genome,  the usage of  the de novo  assembly of  STIB900 would have been an 
option. With  blastn,  gene  annotation  transfer  from T. b. brucei  927  to  STIB900 would 
have been straightforward as Trypanosoma brucei genes typically have no introns [42]. 
However,  the N50  of  the  provided  assembly was  only  6  kb.  N50  represents  ‘the  contig 
length  at  which  50%  of  the  assembly  span  was  in  contigs  of  that  length  or  greater’ 
(Chapter  5,  p.  69)  and  is  often  used  as  measurement  for  assembly  quality  [43].  In 
comparison,  the  N50  of  the  2.2  release  of  the  D.  immitis  genome 
(nematodes.org/genomes/dirofilaria_immitis)  was  38  kb.  Moreover,  the  produced 
sequences contained errors  in homopolymer stretches which meant  that almost every 
single gene prediction would have needed to be manually corrected; hence we decided 
to map all the reads to the T. b. brucei reference genome.  
By  comparative  genomics  between  the  drug‐sensitive  STIB900  and  its  drug‐resistant 
derivates  STIB900‐M  and  STIB900‐P,  new  as well  as  proven  variants were  identified. 
Overall,  more  mutations  might  have  been  detected  with  a  higher  coverage,  e.g.  in 
combination with other NGS platforms such as Illumnia. Nevertheless, proof‐of‐principle 
was  the  detection  of  the  loss  of TbAT1  and  TbAQP2,  two  validated  resistance  factors 
[44,45].  Whether  the  loss  of  both  genes  is  sufficient  to  explain  the  high‐level  of 
resistance  in  STIB900‐M  and  STIB900‐P,  needs  to  be  further  investigated,  e.g.  by 
constructing  a  tbat1‐/‐aqp2‐/‐  line.  If  a  double homozygous deletion  cannot  explain  the 
high  resistance  factors,  the  coding  mutation  in  the  conserved  RNA‐binding  motif  of 
TbUBP1  will  be  a  very  interesting  candidate  to  follow  up  as  the  same  mutation  was 
independently  fixed in both  lines. Moreover,  it needs to be resolved whether TbAT1  in 
STIB900‐P  is  still  partly  functional  as  it  may  explain  the  lower  resistance  factors  of 
STIB900‐P compared to STIB900‐M.  
Our  approach  focused  on  coding  regions,  although  mutations  in  regulatory  elements 
may have  an  effect  on  resistance  as well.  Therefore,  a  study  of RNA  expression  levels 
was  conducted  with  the  spliced  leader  trapping  protocol  [47]  and  the  results  are 
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currently analysed (Graf et al., unpublished).  In addition,  the status of  the AQP  locus is 
currently  tested  in  T.  b.  gambiense  field  isolates  of  relapse  patients  (Graf  et  al., 
unpublished).  
In  summary,  major  efforts  have  been  made  recently  to  reveal  new  drug  resistance 
candidates  with  new  high‐throughput  methods.  These  approaches  have  brought  the 
research community a step closer to the development of molecular genetic markers for 
monitoring drug resistance in the field. However, candidate genes need to be validated 
and tested  in  isolates of  relapse patients. Moreover,  it was shown that  the handling of 
whole  genome  sequencing  data  is  feasible  and  open‐source  programs  can  be 
implemented to detect mutations or deletions at the genomic level. 
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Conclusion 
 
Comparative  genomics  is  a  powerful  discipline  that  has  striking  impacts  on  genomic 
research and the entire field of biology. A plethora of genomes from parasites, hosts and 
vectors  is already available and the number  is steadily  increasing as new technologies 
reduces  cost  and  time  to  sequence  complete  genomes.  In  the  framework  of  my  PhD 
thesis,  algorithms  were  invented  and  automated  tools  were  built  that  are  widely 
applicable  to  parasites.  First,  a  pipeline  was  developed  that  takes  a  whole  parasite 
proteome  and  by  comparing  to  the  host  and  control  species,  it  returns  molecular 
mimicry  candidates.  The  pipeline  revealed  promising  epitopes  from  various  parasites 
that  may  play  crucial  roles  in  host‐parasite  interactions.  Second,  an  algorithm  was 
developed that takes advantage of the species‐specific nature of palindrome frequency 
patterns.  The  built  tool  is  easy  to  use  and  able  to  discriminate DNA  sequences  to  the 
level  of  species.  Third,  an  in  silico  prediction  was  developed  that  translates  a  whole 
parasite  proteome  into  a  sizeable  list  of  promising  drug  targets.  40  candidates  were 
obtained  from  P.  falciparum  that  may  serve  as  a  starting  point  for  rational  drug 
discovery.  Further,  as  a  part  of  an  international  genome  project,  the  previously 
described  tools  were  applied  to  the  heartworm D.  immitis.  Moreover,  whole  genome 
sequencing of drug‐resistant and drug‐sensitive T. b. rhodesiense  lines was performed. 
By comparative genomics, candidate genes were revealed that are involved in resistance 
to melarsoprol and pentamidine.  
Taken  together,  it  was  shown  that  the  wealth  of  available  genomes  offers  new 
opportunities to study parasites at different  levels. Comparative genomics significantly 
enhances our understanding of parasites and it accelerates the discovery of new drugs 
and  vaccine  candidates,  that  eventually  lead  to  the  control  of  infectious  diseases. 
Further,  it  can  be  concluded  that whole  genome  sequencing  is  an  effective method  to 
reveal new drug resistance candidates and the necessary data processing is feasible with 
open‐source  programs.  Moreover,  this  thesis  illustrated  also  limitations  of  genomic 
studies:  experimental  data  are  still  indispensable  to  validate  new  findings  and  the 
inclusion  of  other  ‘omics’  approaches  may  further  augment  our  understanding. 
Nevertheless,  comparative  genomics  is  an  emerging  biological  discipline  which  will 
certainly continue to play a pivotal role in parasitology. 
 
Chapter 7 – General Discussion and Conclusion 
     
 
 ‐117‐ 
References 
 
1.   Fraser CM, Gocayne JD, White O, Adams MD, Clayton RA, et al. (1995) The minimal 
gene complement of Mycoplasma genitalium. Science 270: 397–403. 
2.   Gardner MJ, Hall N, Fung E, White O, Berriman M, et al. (2002) Genome sequence of 
the  human  malaria  parasite  Plasmodium  falciparum.  Nature  419:  498–511. 
doi:10.1038/nature01097. 
3.   Ivens AC, Peacock CS, Worthey EA, Murphy L, Aggarwal G, et al. (2005) The genome 
of  the  kinetoplastid  parasite,  Leishmania  major.  Science  309:  436–442. 
doi:10.1126/science.1112680. 
4.   Pain A, Böhme U, Berry AE, Mungall K,  Finn RD,  et  al.  (2008) The genome of  the 
simian  and  human malaria  parasite  Plasmodium  knowlesi.  Nature  455:  799–803. 
doi:10.1038/nature07306. 
5.   Tachibana S‐I, Sullivan SA, Kawai S, Nakamura S, Kim HR, et al. (2012) Plasmodium 
cynomolgi  genome  sequences  provide  insight  into  Plasmodium  vivax  and  the 
monkey  malaria  clade.  Nat  Genet.  Available: 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/22863735. Accessed 14 August 2012. 
6.   Ghedin E, Wang S, Spiro D, Caler E, Zhao Q, et al. (2007) Draft genome of the filarial 
nematode  parasite  Brugia  malayi.  Science  317:  1756–1760. 
doi:10.1126/science.1145406. 
7.   Jex  AR,  Liu  S,  Li  B,  Young  ND,  Hall  RS,  et  al.  (2011) Ascaris  suum  draft  genome. 
Nature 479: 529–533. doi:10.1038/nature10553. 
8.   Ludin, Philipp (2009) Proteome‐wide surveys  for molecular mimicry  in parasites. 
MSc Thesis. 
9.   Yoshimura  A,  Naka  T,  Kubo  M  (2007)  SOCS  proteins,  cytokine  signalling  and 
immune regulation. Nat Rev Immunol 7: 454–465. doi:10.1038/nri2093. 
10.   Akhtar LN, Benveniste EN (2011) Viral exploitation of host SOCS protein functions. 
J Virol 85: 1912–1921. doi:10.1128/JVI.01857‐10. 
11.   Petersen TN, Brunak S, von Heijne G, Nielsen H (2011) SignalP 4.0: discriminating 
signal  peptides  from  transmembrane  regions.  Nat  Methods  8:  785–786. 
doi:10.1038/nmeth.1701. 
12.   Bendtsen  JD,  Jensen  LJ,  Blom  N,  Von  Heijne  G,  Brunak  S  (2004)  Feature‐based 
prediction of non‐classical and leaderless protein secretion. Protein Eng Des Sel 17: 
349–356. doi:10.1093/protein/gzh037. 
13.   Hewitson  JP,  Harcus  YM,  Curwen  RS,  Dowle  AA,  Atmadja  AK,  et  al.  (2008)  The 
secretome  of  the  filarial  parasite,  Brugia  malayi:  proteomic  profile  of  adult 
excretory‐secretory  products.  Mol  Biochem  Parasitol  160:  8–21. 
doi:10.1016/j.molbiopara.2008.02.007. 
Chapter 7 – General Discussion and Conclusion 
     
 
 ‐118‐ 
14.   Bennuru  S,  Semnani  R,  Meng  Z,  Ribeiro  JMC,  Veenstra  TD,  et  al.  (2009)  Brugia 
malayi  excreted/secreted  proteins  at  the  host/parasite  interface:  stage‐  and 
gender‐specific  proteomic  profiling.  PLoS  Negl  Trop  Dis  3:  e410. 
doi:10.1371/journal.pntd.0000410. 
15.   Bennuru S, Meng Z, Ribeiro JMC, Semnani RT, Ghedin E, et al. (2011) Stage‐specific 
proteomic expression patterns of the human filarial parasite Brugia malayi and its 
endosymbiont  Wolbachia.  Proc  Natl  Acad  Sci  USA  108:  9649–9654. 
doi:10.1073/pnas.1011481108. 
16.   Choi  Y‐J,  Ghedin  E,  Berriman  M,  McQuillan  J,  Holroyd  N,  et  al.  (2011)  A  deep 
sequencing approach to comparatively analyze the transcriptome of lifecycle stages 
of  the  filarial  worm,  Brugia  malayi.  PLoS  Negl  Trop  Dis  5:  e1409. 
doi:10.1371/journal.pntd.0001409. 
17.   Maizels RM, Balic A, Gomez‐Escobar N, Nair M, Taylor MD, et al.  (2004) Helminth 
parasites‐‐masters  of  regulation.  Immunol  Rev  201:  89–116.  doi:10.1111/j.0105‐
2896.2004.00191.x. 
18.   Preissner KT, Seiffert D (1998) Role of vitronectin and its receptors in haemostasis 
and vascular remodeling. Thromb Res 89: 1–21. 
19.   Schvartz  I, Seger D, Shaltiel S (1999) Vitronectin.  Int  J Biochem Cell Biol 31: 539–
544. 
20.   Singh  B,  Su  Y‐C,  Riesbeck  K  (2010)  Vitronectin  in  bacterial  pathogenesis:  a  host 
protein used  in complement escape and cellular  invasion. Mol Microbiol 78: 545–
560. doi:10.1111/j.1365‐2958.2010.07373.x. 
21.   Kraemer  SM,  Smith  JD  (2006)  A  family  affair:  var  genes,  PfEMP1  binding,  and 
malaria disease. Curr Opin Microbiol 9: 374–380. doi:10.1016/j.mib.2006.06.006. 
22.   Janes  JH,  Wang  CP,  Levin‐Edens  E,  Vigan‐Womas  I,  Guillotte  M,  et  al.  (2011) 
Investigating  the  host  binding  signature  on  the  Plasmodium  falciparum  PfEMP1 
protein family. PLoS Pathog 7: e1002032. doi:10.1371/journal.ppat.1002032. 
23.   Rask  TS,  Hansen  DA,  Theander  TG,  Gorm  Pedersen  A,  Lavstsen  T  (2010) 
Plasmodium  falciparum  erythrocyte  membrane  protein  1  diversity  in  seven 
genomes‐‐divide  and  conquer.  PLoS  Comput  Biol  6. 
doi:10.1371/journal.pcbi.1000933. 
24.   Wanderley  JLM,  Moreira  MEC,  Benjamin  A,  Bonomo  AC,  Barcinski  MA  (2006) 
Mimicry  of  apoptotic  cells  by  exposing  phosphatidylserine  participates  in  the 
establishment of amastigotes of Leishmania (L) amazonensis in mammalian hosts. J 
Immunol 176: 1834–1839. 
25.   Manzano‐Román R, Siles‐Lucas M (2012) MicroRNAs in parasitic diseases: Potential 
for  diagnosis  and  targeting.  Mol  Biochem  Parasitol. 
doi:10.1016/j.molbiopara.2012.10.001. 
Chapter 7 – General Discussion and Conclusion 
     
 
 ‐119‐ 
26.   Eisen JA (2007) Environmental shotgun sequencing: its potential and challenges for 
studying  the  hidden  world  of  microbes.  PLoS  Biol  5:  e82. 
doi:10.1371/journal.pbio.0050082. 
27.   Metzker ML (2010) Sequencing technologies  ‐  the next generation. Nat Rev Genet 
11: 31–46. doi:10.1038/nrg2626. 
28.   Bashir  A,  Klammer  AA,  Robins  WP,  Chin  C‐S,  Webster  D,  et  al.  (2012)  A  hybrid 
approach for the automated finishing of bacterial genomes. Nat Biotechnol 30: 701–
707. doi:10.1038/nbt.2288. 
29.   Rusch  DB,  Halpern  AL,  Sutton  G,  Heidelberg  KB, Williamson  S,  et  al.  (2007)  The 
Sorcerer II Global Ocean Sampling expedition: northwest Atlantic through eastern 
tropical Pacific. PLoS Biol 5: e77. doi:10.1371/journal.pbio.0050077. 
30.   Dunning Hotopp JC (2011) Horizontal gene transfer between bacteria and animals. 
Trends Genet 27: 157–163. doi:10.1016/j.tig.2011.01.005. 
31.   Boto L (2010) Horizontal gene transfer in evolution: facts and challenges. Proc Biol 
Sci 277: 819–827. doi:10.1098/rspb.2009.1679. 
32.   Kumar S, Chaudhary K, Foster JM, Novelli JF, Zhang Y, et al. (2007) Mining predicted 
essential  genes  of Brugia malayi  for  nematode  drug  targets.  PLoS ONE  2:  e1189. 
doi:10.1371/journal.pone.0001189. 
33.   Doyle MA, Gasser RB, Woodcroft BJ, Hall RS, Ralph SA (2010) Drug target prediction 
and prioritization: using orthology to predict essentiality in parasite genomes. BMC 
Genomics 11: 222. doi:10.1186/1471‐2164‐11‐222. 
34.   Crowther GJ,  Shanmugam D, Carmona SJ, Doyle MA, Hertz‐Fowler C,  et  al.  (2010) 
Identification of attractive drug targets in neglected‐disease pathogens using an in 
silico approach. PLoS Negl Trop Dis 4: e804. doi:10.1371/journal.pntd.0000804. 
35.   Witschel M, Rottmann M, Kaiser M, Brun R (2012) Agrochemicals against Malaria, 
Sleeping Sickness, Leishmaniasis and Chagas Disease. PLoS Negl Trop Dis 6: e1805. 
doi:10.1371/journal.pntd.0001805. 
36.   Hall N, Karras M, Raine  JD, Carlton  JM, Kooij TWA, et al.  (2005) A comprehensive 
survey  of  the  Plasmodium  life  cycle  by  genomic,  transcriptomic,  and  proteomic 
analyses. Science 307: 82–86. doi:10.1126/science.1103717. 
37.   A research agenda  for malaria eradication: drugs  (2011). PLoS Med 8: e1000402. 
doi:10.1371/journal.pmed.1000402. 
38.   Hunt P, Martinelli A, Modrzynska K, Borges S, Creasey A, et al. (2010) Experimental 
evolution,  genetic  analysis  and  genome  re‐sequencing  reveal  the  mutation 
conferring artemisinin resistance  in an  isogenic  lineage of malaria parasites. BMC 
Genomics 11: 499. doi:10.1186/1471‐2164‐11‐499. 
39.   Bernhard  SC,  Nerima  B,  Mäser  P,  Brun  R  (2007)  Melarsoprol‐  and  pentamidine‐
resistant  Trypanosoma  brucei  rhodesiense  populations  and  their  cross‐resistance. 
Int J Parasitol 37: 1443–1448. doi:10.1016/j.ijpara.2007.05.007. 
Chapter 7 – General Discussion and Conclusion 
     
 
 ‐120‐ 
40.   Margulies  M,  Egholm  M,  Altman  WE,  Attiya  S,  Bader  JS,  et  al.  (2005)  Genome 
sequencing  in  microfabricated  high‐density  picolitre  reactors.  Nature  437:  376–
380. doi:10.1038/nature03959. 
41.   Berriman  M,  Ghedin  E,  Hertz‐Fowler  C,  Blandin  G,  Renauld  H,  et  al.  (2005)  The 
genome  of  the  African  trypanosome  Trypanosoma  brucei.  Science  309:  416–422. 
doi:10.1126/science.1112642. 
42.   Siegel TN, Hekstra DR, Wang X, Dewell S, Cross GAM (2010) Genome‐wide analysis 
of  mRNA  abundance  in  two  life‐cycle  stages  of  Trypanosoma  brucei  and 
identification  of  splicing  and  polyadenylation  sites.  Nucleic  Acids  Res  38:  4946–
4957. doi:10.1093/nar/gkq237. 
43.   Zhang W, Chen J, Yang Y, Tang Y, Shang J, et al. (2011) A practical comparison of de 
novo genome assembly software tools for next‐generation sequencing technologies. 
PLoS ONE 6: e17915. doi:10.1371/journal.pone.0017915. 
44.   Mäser  P,  Sütterlin  C,  Kralli  A,  Kaminsky  R  (1999)  A  nucleoside  transporter  from 
Trypanosoma brucei involved in drug resistance. Science 285: 242–244. 
45.   Baker  N,  Glover  L,  Munday  JC,  Aguinaga  Andrés  D,  Barrett  MP,  et  al.  (2012) 
Aquaglyceroporin  2  controls  susceptibility  to  melarsoprol  and  pentamidine  in 
African  trypanosomes.  Proc  Natl  Acad  Sci  USA  109:  10996–11001. 
doi:10.1073/pnas.1202885109. 
46.   Hartmann  C,  Benz  C,  Brems  S,  Ellis  L,  Luu  V‐D,  et  al.  (2007)  Small  trypanosome 
RNA‐binding proteins TbUBP1 and TbUBP2 influence expression of F‐box protein 
mRNAs  in  bloodstream  trypanosomes.  Eukaryotic  Cell  6:  1964–1978. 
doi:10.1128/EC.00279‐07. 
47.   Nilsson D, Gunasekera K, Mani J, Osteras M, Farinelli L, et al. (2010) Spliced leader 
trapping  reveals  widespread  alternative  splicing  patterns  in  the  highly  dynamic 
transcriptome  of  Trypanosoma  brucei.  PLoS  Pathog  6:  e1001037. 
doi:10.1371/journal.ppat.1001037. 
48.   Alsford  S,  Eckert  S,  Baker  N,  Glover  L,  Sanchez‐Flores  A,  et  al.  (2012)  High‐
throughput decoding of antitrypanosomal drug efficacy and resistance. Nature 482: 
232–236. doi:10.1038/nature10771. 
 
 ‐121‐ 
Curriculum Vitae 
 
 
 
Lectures 
 
During my studies I attended lectures and courses given by 
 
M. Altmann, K. Ammann, U. Baumann, R. Brun, S. Christen, B. Engelhardt, B. Erni, U. 
Feller, J. Frey, B. Gottstein, R. Häner, M. Hediger, J. Hulliger, H. Imboden, J. Kohli, C. 
Kuhlemeier, B. Lanzrein, P. Mäser, O. Mühlemann, W. Nentwig, D. Rentsch, B. Richner, I. 
Roditi, W. Salzburger, A. Schaller, A. Schneider, D. Schümperli, T. Seebeck, B. Stadler, B. 
Suter, M. Täuber 
 
 
